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1  Einleitung 
Regeneration beschreibt die Fähigkeit des Organismus zum Ersatz von geschädigtem Gewebe und 
verloren gegangenen Funktionen. Diese Regenerationsfähigkeit besitzt prinzipiell jedes Lebewesen 
bis zu einem bestimmten Grad und wird auf zellulärer Ebene durch Stammzellen unterstützt. Es gibt 
allerdings Gewebe mit eingeschränkter Selbstheilungsfähigkeit. Hier erfolgt die Heilung durch 
Narbenbildung. Defekte werden zwar repariert, aber nicht regeneriert (BMBF 2013). Diese 
Problematik trifft auch auf Sehnenerkrankungen des Pferdes zu und hat eine große Bedeutung in 
wirtschaftlicher und klinischer Hinsicht.  
Für Sehnenerkrankungen des Pferdes werden Inzidenzraten von bis zu 46 % angegeben (WILLIAMS 
et al. 2001). Die höchste Prädisposition zur Erkrankung besitzt die Oberflächliche Beugesehne (ELY 
et al. 2004; KASASHIMA et al. 2004). Es besteht hierbei eine Korrelation zu dem Alter und der 
Nutzungsart des Tieres (PATTERSON-KANE et al. 2012).  
Da es im Zuge der Sehnenheilung unter konventionellen Therapiemethoden nicht zur Regeneration, 
sondern zur narbigen Reparation mit Veränderungen der extrazellulären Matrix kommt, sind hohe 
Rezidivraten beschrieben. Es stellt sich demnach die Frage nach einem neuen therapeutischen 
Lösungsansatz (PATTERSON-KANE und FIRTH 2009; THORPE et al. 2015). 
Eine innovative Therapiemethode stellt die intraläsionale Applikation von mesenchymalen 
Stromazellen (MSC) dar und bildet ein neues Untersuchungsfeld der regenerativen Medizin und des 
Sehnen-Tissue Engineerings. MSC gehören zur Gruppe der adulten Stammzellen, besitzen ein 
gewebespezifisches Differenzierungspotential und bilden somit ein Reservoir für 
Geweberegeneration (CAPLAN und BRUDER 2001). Ihre sekrotorischen und 
immunmodulatorischen Eigenschaften sind hierbei ebenfalls von großem Interesse (CAPLAN und 
DENNIS 2006; CARRADE und BORJESSON 2013). Allerdings sind grundlegende Mechanismen, 
die zur stammzellunterstützten Sehnenheilung führen, nicht abschließend verstanden. Es wird das 
tenogene Differenzierungspotential von MSC diskutiert. Dies kann in vitro auf verschiedene Arten 
induziert werden (SPANOUDES et al. 2014). Die Kombination aus mehreren Einflussfaktoren wie 
mechanischer Stimulation, natürlicher Sehnenmatrix und Wachstumsfaktoren scheint am effektivsten 
zu sein (RAABE et al. 2013; BURK et al. 2016; YANG et al. 2017). Da während der 
Entzündungsphase einer Sehnenerkrankung aber weitere Faktoren beteiligt sind, ist es sinnvoll, deren 
Einfluss auf die tenogene Differenzierung von MSC zu untersuchen. 
In dieser Arbeit wurden dezellularisierte Scaffolds der equinen oberflächlichen Beugesehne (OBS) 
mit aus Fettgewebe isolierten MSC (AT-MSC) besiedelt und in einem Bioreaktor über drei Tage einer 
mechanischen Stimulation unterzogen, um die tenogene Differenzierung zu induzieren. Zusätzlich 
wurde der Einfluss der proinflammatorischen Zytokine Interleukin-1β (IL-1β) und 
Tumornekrosefaktor-α (TNF-α) in verschiedenen Konzentrationen sowie von allogenen peripheren 
Blutleukozyten untersucht. Die Ergebnisse lassen Rückschlüsse auf den am besten geeigneten 
Zeitpunkt zur Applikation von MSC in Sehnenläsionen zu und können somit zur effektiveren 





2.1 Multipotente mesenchymale Stromazellen  
2.1.1 Eigenschaften 
Durch das große Interesse an MSC in der Forschung und Medizin ist die Debatte zur Einordung und 
Definition dieser Zellen aktueller denn je (CAPLAN 2017; BHARTIYA 2018). Stammzellen 
zeichnen sich definitionsgemäß durch eine asymmetrische Zellteilung aus, nach der eine Tochterzelle 
zur Selbsterneuerung und eine zweite differenzierungsfähige Tochterzelle entstehen (HO und 
HOLSTEIN 2013). Sie haben keine festgelegten Funktionen, sondern das Potential, sich in 
verschiedene Zelltypen zu differenzieren (Abbildung 1). Es wird hierbei zwischen Totipotenz, 
Pluripotenz, Multipotenz, Oligopotenz und Nullipotenz unterschieden (KOLIOS und MOODLEY 
2013).  
Es ist aber zu bemerken, dass bei MSC noch keine asymmetrische Zellteilung beobachtet werden 
konnte (SCHIPANI und KRONENBERG 2008). Sie weisen eine symmetrische Zellteilung und 
klonale Expansion auf. Auf Grund dessen wird die Definition immer wieder diskutiert. Die 
Bezeichnung „Mesenchymale Stromazelle“ wird weiterhin empfohlen. 
  
Abbildung 1: Die Hierarchie der Stammzellen nach KOLIOS und MOODLEY (2013) 
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MSC gehören zur Gruppe der adulten multipotenten Stammzellen mit dem Potential, sich innerhalb 
eines Organkompartiments in alle notwendigen gewebespezifischen Zellen zu differenzieren 
(CAPLAN 1991; BARRY und MURPHY 2004). Somit bilden sie ein Reservoir für die 
Geweberegeneration. Dies deutet darauf hin, dass ihr Differenzierungspotential ihre lokale 
Umgebung widerspiegelt, welche sich aus verschiedenen Variablen zusammensetzt (SCHNEIDER 
2013). 
Es konnte gezeigt werden, dass MSC in der Lage sind, sowohl Knochen-, Rückenmarkstroma-, 
Knorpel-, als auch Sehnen- und Muskelgewebe zu erzeugen (ASHTON et al. 1980). MSC wurden 
erstmalig Anfang der 1970er Jahre aus Knochenmark isoliert und anschließend kultiviert. Von 
FRIEDENSTEIN et al. (1966) wurden sie als adhärent wachsende Zellpopulation mit fibroblasten-
ähnlichem Erscheinungsbild beschrieben. Durch die nachweisliche Bildung von Knochenmatrix 
wurden erste Hinweise auf das Differenzierungspotential dieser Zellen erkannt. Inzwischen ist es 
gelungen, MSC aus vielen weiteren Organen und Geweben von Säugetieren zu isolieren (BOURIN 
et al. 2008). Dazu gehören unter anderen Gehirn, Milz, Leber, Niere, Lunge, Muskel, Thymus und 
Pankreas. Ihr Vorkommen scheint also nicht auf mesodermalen Ursprung beschränkt zu sein. 
Außerdem wird eine perizytäre Abstammung diskutiert, da in MSC verschiedener Gewebe die 
Expression von α-smooth muscle actin (αSMA) nachgewiesen werden konnte (DA SILVA 
MEIRELLES et al. 2006).  
Als weitere Eigenschaft wurde das Migrationsvermögen bzw. Homing von MSC beschrieben, 
welches für den therapeutischen Einsatz von großem Interesse ist. So wurde nach Transplantationen 
von MSC beobachtet, dass sie vorrangig in geschädigtes Gewebe einwandern (KEYSSER et al. 
2009). Allerdings konnten die zugrundeliegenden Mechanismen noch nicht vollständig beschrieben 
werden. Es wird angenommen, dass Chemokine dabei eine Rolle spielen (CHAMBERLAIN et al. 
2007). Des Weiteren wird diskutiert, ob MSC sich selbst differenzieren, um die Reparation zu 
unterstützen oder ob sie durch die Ausschüttung und Sekretion von verschiedenen Botenstoffen dazu 
beitragen (CAPLAN und DENNIS 2006). Dass MSC Wachstumsfaktoren und Chemo- bzw. 
Zytokine synthetisieren und sezernieren, konnte schon 1996 von HAYNESWORTH et al. 
nachgewiesen werden. In einer Veröffentlichung von LAI et al. (2015) werden außerdem die 
Mechanismen zur Zell-Zell-Kommunikation von durch MSC sezernierten Exosomen beschrieben. 
Durch den Nachweis zur Ausschüttung von bioaktiven Stoffen ergibt sich eine weitere, für ihren 
Einsatz sehr bedeutsame, Eigenschaft. So wurde den MSC auch ein immunmodulatorisches Potential 
nachgewiesen (KRAMPERA et al. 2006; YAGI et al. 2010). Von CARRADE und BORJESSON 
(2013) konnte dies unter anderen in veterinärmedizinischen Studien beschrieben werden. 
Auf Grund dieser Vielzahl von Eigenschaften wird das Interesse zur tiefgründigen Erforschung und 
abschließenden Charakterisierung von MSC schnell deutlich. Es erklärt auch die große Anzahl von 





2.1.2 Quellen und Charakterisierung 
Die Bedingungen zur Kultivierung von MSC sind gut beschrieben (PITTENGER 1999). Anfänglich 
wurden sie hauptsächlich aus Knochenmark isoliert. Allerdings ist nach PITTENGER (1999), 
MORONI und FORNASARI (2013) und BARRY und MURPHY (2004) aus diesem nur ein sehr 
geringer Prozentsatz MSC von 0,01 – 0,001 % zu isolieren. Es zeigte sich außerdem, dass zum einen 
mit steigendem Alter des Spenders, als auch mit steigendem Entnahmevolumen, die Zellzahl pro 
Volumen abnimmt (MUSCHLER et al. 1997; MCLAIN et al. 2005). Die Knochenmarksentnahme 
des Pferdes erfolgt, ähnlich der Technik der Humanmedizin, aus dem Brustbein (MCLAIN et al. 
2005). Es sind jedoch Fehlpunktionen beschrieben, welche auf die uneinheitlichen anatomischen 
Gegebenheiten der knöchernen Struktur der unterschiedlichen Pferderassen zurückzuführen sein 
könnten (EYDT et al. 2016).  
Eine weitere wichtige Quelle für MSC ist das Fettgewebe, da aus diesem mehr Zellen mit einem 
höheren Proliferationspotential gewonnen werden können (BOURIN et al. 2008). Es konnten beim 
Vergleich des Phänotyps, des Genexpressionsprofils und des Differenzierungspotentials von 
humanen MSC aus Knochenmark und Fettgewebe kaum Unterschiede festgestellt werden (LEE et al. 
2004). Diese Ergebnisse lassen die Schlussfolgerung zu, dass Fettgewebe als MSC-Bezugsquelle 
besser geeignet ist als Knochenmark. In einer Studie von BURK et al. (2013) wurden equine MSC 
verschiedener Quellen hinsichtlich ihrer Eigenschaften untersucht. Die aus Fettgewebe isolierten 
wiesen gegenüber den aus Knochenmark und Nabelschnurblut isolierten MSC ein zuverlässigeres 
tripotentes Differenzierungspotential auf und waren zusätzlich deutlich vitaler. 
Von der Internationalen Gesellschaft für Zelluläre Therapie (ISCT) werden folgende Kriterien zur 
Identifikation von humanen MSC gefordert (DOMINICI et al. 2006): 
 
1. Plastikadhärentes Wachstum unter Standardkulturbedingungen 
2. Expression von Oberflächenmarkern: 
    Positiv: CD105, CD73, CD90 
    Negativ: CD45, CD34, CD14 oder CD11b, CD79a oder CD19, HLA-DR 
3. Das Potential der Adipogenen-, Chondrogenen-, Osteogenen Differenzierung, mittels Färbung  
    der Zellkultur nachzuweisen. 
 
Da Antikörper zum Nachweis der Oberflächenmarker für das Pferd teilweise fehlen, können häufig 
nicht alle Kriterien bei equinen MSC nachgewiesen werden. In einer Studie von PAEBST et al. (2014) 
wurden equine MSC verschiedener Quellen hinsichtlich ihrer Oberflächenmarker verglichen. Hierbei 
zeigte sich, dass aus Fett isolierte MSC der Definition der ISCT am nächsten kommen. HILLMANN 
et al. (2016) gelang es, grundlegende Eigenschaften von humanen und equinen AT-MSC zu 
vergleichen. Verschiedene Eigenschaften wie Proliferation und Migration zeigten hierbei 
Ähnlichkeiten in hohem Maß. Es ist also festzustellen, dass MSC verschiedener Arten und Quellen 
ähnliche Charakterisierungsmerkmale aufweisen, sich jedoch in ihren funktionellen Eigenschaften 
unterscheiden können. Die Relevanz für den therapeutischen Einsatz ist noch nicht abschließend 
untersucht.  
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2.1.3 Therapeutisches Potential 
Durch die genannten Eigenschaften und dem bereits in der Literatur beschriebenen 
immunmodulatorischen Potential von MSC wird schnell deutlich, warum das Interesse an der 
Erforschung von grundlegenden Mechanismen an Bedeutung gewinnt. In der Human- als auch 
Veterinärmedizin werden MSC bereits mit erfolgversprechenden Ergebnissen als regeneratives 
Therapeutikum eingesetzt. Es wird vermutet, dass MSC durch das Immunsystem nicht erkannt 
werden oder selbst eine Immunsuppression hervorrufen, welche sie schützt (LORENZ und HO 2006). 
Dadurch ist der Einsatz bei Autoimmunerkrankungen und zur Vermeidung von 
Abstoßungsreaktionen nach Transplantationen ein geeignetes Anwendungsgebiet. Nach SCHMITT 
et al. (2013) konnten MSC in ersten klinischen Studien bei systemischem Lupus erythematodes, 
systemischer Sklerose und Sjögren-Syndrom vielversprechende Effekte erzielen. Die Anwendung 
von MSC bei der Graft-versus-Host Erkrankung wurde ebenfalls als wirksam beschrieben (LE 
BLANC et al. 2008). Nach allogener MSC-Transplantation zur Therapie der Erkrankung 
Osteogenesis imperfecta, wurde eine Strukturverbesserung im Knochenwachstum und demzufolge 
seltenere Knochenbrüche beobachtet (HORWITZ et al. 2005). Untersuchungen im Bereich der 
Wundheilungsstörungen zeigten ebenfalls einen MSC-unterstützten positiven Heilungsverlauf mit 
einer verringerten Fibrose des Gewebes (QI et al. 2014). Des Weiteren wird in der Humanmedizin in 
den Bereichen der Rheumatologie, Herzerkrankungen und Leberzirrhose in klinischen Studien 
geforscht. 
In der Veterinärmedizin werden MSC zum einen als Therapeutikum eingesetzt, zum anderen wird 
ihre Wirkungsweise im Tiermodell untersucht. Die daraus resultierenden Ergebnisse können 
rückschließend auch in der Humanmedizin ihre Anwendung finden. Tiermodelle, an denen die 
unterschiedlichen Wirkungsweisen von MSC untersucht werden, sind Labornagetiere wie Mäuse und 
Ratten. Diese sind für grundlegende Untersuchungen geeignet, jedoch um Rückschlüsse auf 
Säugetiere zu ziehen, kritisch zu hinterfragen. Aus diesem Grund gibt es eine Vielzahl von Studien 
an Pferden, Hunden, Katzen und anderen Tierarten. In der Pferdemedizin finden MSC ihren Einsatz 
vor allem in der Therapie von Sehnenläsionen (GASPAR et al. 2015). Einige erfolgversprechende 
klinische Studien sind in Abschnitt 2.3 beschrieben. Außerdem sollen MSC auch in anderen 
Bereichen der Pferdeorthopädie therapeutisch eingesetzt werden (COLBATH et al. 2017). Dazu 
gehören unter anderen die Unterstützung der Heilung von Frakturen und Meniskusschäden (YU et al. 
2015). Das Pferd ist während des Trainings verschiedenen Belastungssituationen ausgesetzt. Somit 
kann es, wie der Mensch, alters- und belastungsbedingte degenerative Erkrankungen des 
Bewegungsapparates entwickeln. Demnach gilt das Pferd als geeignetes Modelltier für orthopädische 
Studien (SMITH et al. 2014b; RENZI et al. 2013; BREHM et al. 2014). 
Im Bereich der Wundheilungsstörungen der distalen Extremitäten des Pferdes gibt es neue 
Untersuchungen zum potentiellen Einsatz von MSC. Vielversprechende Ergebnisse hierzu konnten 
von TEXTOR et al. (2018) erzielt werden. In dieser Studie wurden Hautwunden an der distalen 
Gliedmaße erzeugt und anschließend MSC in die Wundränder injiziert. Nach sechs Wochen zeigten 




Auch in der Kleintiermedizin werden Studien zu Einsatzmöglichkeiten von MSC und zur 
Untersuchung am Modelltier Hund durchgeführt (BAKKER et al. 2013). Es existieren Studien im 
orthopädischen Bereich (KRISTON-PÁL et al. 2017), der Ophthalmologie (CISLO-PAKULUK und 
MARYCZ 2017), der Kardiologie (VULLIET et al. 2004) und zum Einsatz bei Lebererkrankungen 
(MATSUDA et al. 2017; TESHIMA et al. 2017). In der Neurologie finden MSC ihre Anwendung bei 
der Regeneration des Rückenmarks. In einer Studie von JUNG et al. (2009) wurden nach MSC-
Transplantationen sowohl klinische als auch histopathologische Verbesserungen im Vergleich zu 
Kontrollgruppen festgestellt.  
Bei verschiedenen entzündlich degenerativen und immunvermittelten Erkrankungen der Katze 
besteht ebenfalls das Potential zum Einsatz von MSC (QUIMBY und BORJESSON 2018). Dazu 
gehören z. B. die chronische Gingivostomatitis, chronische Nierenerkrankungen, Asthma und 
chronische Enteropathien, wie Inflammatory Bowel Disease.  
Die Indikation zum Einsatz von MSC als Therapeutikum ist also gegeben. Es gibt allerdings noch 
offene Fragen, bezüglich der Herkunft, der genauen Interaktion im Organismus und des Verbleibs 
der Zellen nach der Transplantation.  
 
2.2 Pathologie der equinen oberflächlichen Beugesehne  
2.2.1 Tiermodell Pferd 
Auf Grund des häufigen Vorkommens von Sehnenerkrankungen und ihrer hohen Rezidivraten wird 
nach neuen und zufriedenstellenden Therapieoptionen gesucht und eine Reihe klinischer Studien 
durchgeführt. Erkrankungen der equinen OBS gelten als ein anerkanntes, natürliches Modell für die 
Achillessehnen-Tendinopathie des Menschen. Es sind unterschiedlich hohe Inzidenzraten für 
Sehnenschäden des Pferdes beschrieben: 8 bis 43 % (DOWLING et al. 2000), bzw. bis zu 46 % 
(WILLIAMS et al. 2001). Diese sind abhängig von der körperlichen Belastung und Nutzungsart des 
Pferdes, sodass bei intensiver sportlicher Aktivität, wie bei Renn- und Springpferden, hohe Raten zu 
erwarten sind. Nach PATTERSON-KANE und RICH (2014) wird bei sportlich aktiven Menschen 
eine Inzidenzrate von 10 bis 57 % angegeben, welche ebenfalls von der Art der Aktivität abhängig 
ist. Weiterhin wird der Achillessehne des Menschen und der OBS des Pferdes die Eigenschaft des 
Energiespeichers zugeschrieben, auf Grund welcher Bewegungen in Hochgeschwindigkeit effizienter 
durchgeführt werden können. Diese Eigenschaft konnte bei keinem anderen domestizierten Haustier 
gefunden werden (BIEWENER 1998). Eine weitere gemeinsame Eigenschaft ist, dass Erkrankungen 
häufig mit zunehmendem Alter auftreten. Es wird angenommen, dass die Pathogenese sowohl 
trainings-, als auch altersinduziert verläuft (PATTERSON-KANE et al. 2012).  
LUI et al. (2011) kommen zu dem Schluss, dass die existierenden Tiermodelle zur Beantwortung von 
spezifischen Fragen nützlich sind, jedoch nicht alle Aspekte der komplexen Erkrankung von einem 
Modell abgeleitet werden können. Untersuchungen am Pferd ergänzen die etablierten Tiermodelle 
und stehen in dieser Arbeit im Vordergrund. 
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2.2.2 Erkrankungen der equinen oberflächlichen Beugesehne 
Der Aufbau der OBS beeinflusst maßgeblich ihre Funktionen und verleiht ihr spezifische 
Eigenschaften. Sie besteht aus einer faserigen extrazellulären Matrix, welche durch Tenozyten 
synthetisiert und stabilisiert wird (THORPE et al. 2010). Die Matrix setzt sich zum einen aus 
hierarchisch angeordneten collagenen Proteinen (hauptsächlich des Collagen-Typs-Ⅰ) zusammen. 
Durch deren spezielle, zum Teil wellenartige Anordnung, entsteht ein mechanischer Puffer 
(WILMINK et al. 1992). Diese charakteristische Anordnung wird auch „Crimp“ genannt und 
beeinflusst maßgeblich die mechanische Funktion der Sehne. Zum anderen besteht die Matrix aus 
nichtcollagenen Bestandteilen. Dazu gehören Proteoglykane oder auch Glykosaminoglykane (GAG) 
und das Cartilage Oligomeric Matrix Protein (COMP), welche auf Grund der vernetzenden Funktion 
den Widerstand durch Zugbelastungen innerhalb der Sehne erhöhen und die gesamte Matrix 
organisieren (SMITH et al. 1997; THORPE et al. 2010). Zwischen den Fasern liegen auch kleinere 
Blutgefäße in lockerem Bindegewebe, welche wider Erwarten die gleiche Blutversorgung 
gewährleisten, wie sie auch in Muskelgewebe vorliegt (STRÖMBERG 1971). 
Bei dem Vergleich von equiner OBS und -Strecksehne, können Unterschiede festgestellt werden. So 
ist erstere größer und steifer, ihre Matrix allerdings durch die gemischte Organisation aus kleinen und 
großen Collagenfibrillen elastischer (BIRCH 2007; PATTERSON-KANE und RICH 2014). Es 
erklärt sich somit die unterschiedlich starke Belastung, welche auf die Sehnen einwirkt. Nach BIRCH 
et al. (2008) erfährt die Strecksehne eine geringe mechanische Belastung (Dehnung < 2,5 %), 
während die OBS Dehnungen von 3,6 bis 12 %, je nach Gangart, ausgesetzt ist (HERRICK et al. 
1978; WILSON und GOODSHIP 1991). Des Weiteren ist die Dichte von Tenozyten, welche die 
Matrixproduktion innerhalb der Sehne steuern, in der OBS signifikant höher (STANLEY et al. 2007). 
Diese Voraussetzungen erklären, warum die OBS einem größeren Risiko für Verletzungen ausgesetzt 
ist. 
Es werden verschiedene Termini verwendet, um Erkrankungen der OBS zu beschreiben. Nach 
DAKIN et al. (2014) und D'ADDONA et al. (2017) wird unter einer „Tendonitis“ einen von einer 
Entzündung begleiteten, schmerzhaften Prozess in der Sehne verstanden. Die „Tendinose“ beschreibt 
eine schmerzhafte Sehnenverletzung mit der Entwicklung einer Degeneration unter Abwesenheit von 
akuten Entzündungssymptomen. Als „Sehnenerkrankung“ wird eine Verletzung der Sehne auf Grund 
wiederholter zyklischer Belastung, welche zur Kumulation von Mikroläsionen führen, bezeichnet. 
Diese stellen sich häufig als zentrale Läsion (Core-Lesion) dar. Unter „Sehnenverletzung“ wird eine 
durch ein Trauma entstandene Erkrankung der Sehne verstanden. 
Allumfassend wird der Begriff „Tendinopathie“ verwendet, um Erkrankungen der Sehne zu 
beschreiben, da dieser kein Wissen bezüglich der zugrundeliegenden Pathologie voraussetzt (DAKIN 
et al. 2014; SMITH et al. 2014a). Somit gehen dem charakteristischem Krankheitsbild der OBS 
verschiedene Ursachen voraus, die zu Degeneration und somit einer eingeschränkten Funktionalität 
der Sehne führen. Die Kernaussage verschiedener Studien ist, dass es zu fibrillären Zerreißungen in 
der Mitte der Sehne im metacarpalen/-tarsalen Bereich kommt, welche häufig mit einer lokalen 
Verfärbung einhergehen (WEBBON 1977; GOODSHIP et al. 1994; BIRCH et al. 1998; 




Es werden verschiedene Ursachen für die Erkrankung der OBS genannt. Da im mittleren 
metacarpalen Bereich der Querschnitt der Sehne am geringsten ist, sind die Fasern hier während des 
hochintensiven Trainings dem höchsten Stress ausgesetzt (PATTERSON-KANE und FIRTH 2009). 
Währenddessen kommt es zusätzlich im Inneren der Sehne zu hohen Temperaturen. Die OBS gilt 
zwar als Energiespeicher, verliert jedoch 8 bis 13 % der Energie als Wärme (OLMOS et al. 1989). 
Somit können allein nach zehn Minuten Galoppieren im Sehnenzentrum Temperaturen von 45 bis 
50 °C erreicht werden. Unter maximaler Zugbelastung der Sehne kommt es außerdem zur lokalen 
Ischämie, unter der reaktive Sauerstoffmoleküle entstehen und in anschließender Entspannung zu 
Reperfusionsschäden führen können (GOODSHIP et al. 1994). Auch traumatische Verletzungen 
während des Trainings und wiederholte subklinische Verletzungen führen letztendlich zu 
Veränderungen im Sehnenzentrum und schwanken zwischen subklinischer Degeneration und 
kompletter Ruptur. Diese lokalen Einflüsse führen zu einem gestörten Zellmetabolismus und 
anschließendem Zelltod. In einer Studie von THORPE et al. (2015) wurden in vitro die Zellantwort 
und Veränderungen der extrazellulären Matrix als Reaktion auf zyklische Dehnung untersucht. Es 
konnte sowohl eine veränderte Zellmorphologie und Zellausrichtung, als auch eine ungeordnete 
Zellmatrix mit hohen Konzentrationen von proinflammatorischen Mediatoren und Zerstörung der 
Collagen-Struktur festgestellt werden. Ähnliche Ergebnisse lieferte eine Studie von BIRCH et al. 
(1998), mit der Erkenntnis der Reduktion der mechanischen Eigenschaften der Sehne durch eine 
Erhöhung der Proteine Collagen-Typ-Ⅲ (Col3), GAG, COMP und Prädisposition zur Ruptur. 
Altersassoziiert kommt es außerdem zu einer Veränderung des Crimp-Winkels der Collagen-
Fibrillen, welche zusätzlich zu einer Versteifung der Sehne führt (THORPE et al. 2010). Es wurde 
weiterhin angenommen, dass mit zunehmendem Alter die Synthesekapazität der Tenozyten 
zurückgeht und somit die Zusammensetzung der extrazellulären Matrix negativ beeinflusst wird. Dies 
konnte allerdings in einer Studie von THORPE et al. (2016) widerlegt werden. Zusammenfassend 
sind Erkrankungen der OBS als eine biochemische und biomechanische Reaktion auf Bewegung, 
Verletzung und Heilung zu verstehen (DOWLING et al. 2000). Durch die frühe Reifung der OBS 
und die daraus resultierende kurze Anpassungszeit an unterschiedlichste Belastungssituationen, 
ergibt sich ein zeitlich begrenzter Rahmen für Reaktionen und Regeneration durch Tenozyten 
(STANLEY et al. 2007). Somit kommt es auf Dauer zu einer progressiven Degeneration mit 
Veränderungen der extrazellulären Matrix vor allem im Kern der equinen OBS. 
 
2.2.3 Die Bedeutung der Entzündungsreaktion 
Generell kann der Sehnenheilungsprozess in drei Phasen unterteilt werden: Entzündung, Proliferation 
und Organisation (WOO und BUCKWALTER 1988). In der ersten Phase führt die initiale Zerreißung 
der Fasern zu Blutungen und Bildung eines intratendinösen Hämatoms, inkl. Fibringerinnsel. Hier 
kommt es zur Thrombozytenaggregation und Freisetzung verschiedener Zytokine und 
Wachstumsfaktoren. Es beginnt die entzündliche Phase der Reaktion mit dem Einstrom von 
Leukozyten und Neovaskularisation (JACK 1950). Dem folgen die typischen Entzündungszeichen, 
welche mit einer Vergrößerung der Sehnenquerschnittsfläche und einer ödematösen Schwellung des 
betroffenen Bereichs einhergehen. Zusätzlich kommt es durch die Aktivität von endogenen Enzymen, 
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wie Collagenasen und Proteasen, zur Vergrößerung der ursprünglichen Läsion (PATTERSON-
KANE und FIRTH 2009). Auf Grund dessen kommt es zur Apoptose der residualen Zellen und zur 
anschließenden Phagozytose durch Makrophagen. Nach etwa einer Woche folgt in Phase 2 die 
Einwanderung von Fibroblasten mit anschließender Collagenneubildung. Es handelt es sich hierbei 
aber um reparatives Narbengewebe mit veränderter Histologie. Zum einen ist die 
Collagenkonzentration geringer und enthält bis zu 30 % Fasern vom Collagen-Typ-Ⅲ, zum anderen 
ist das Verhältnis von Matrix zu Zellen zugunsten letzterer verschoben (WILLIAMS et al. 1980). In 
der Organisationsphase (dritte Phase) kommt es zur Reduktion der Vaskularität und Collagensynthese 
durch verminderte Zellaktivität und die anschließende Ausrichtung der neumodulierten Fasern 
erfolgt. Allerdings kann die ursprüngliche Anordnung nicht vollständig wiedererreicht werden 
(PATTERSON-KANE und FIRTH 2009). Die Veränderungen der Matrixzusammensetzung führt 
letztendlich zu einer höheren Steifigkeit der Sehne mit verminderter Belastungstoleranz (CREVIER-
DENOIX et al. 1997; DAKIN et al. 2014; THORPE et al. 2015). Bis zur Wiederherstellung des 
Sehnengewebes und Abklingen der klinischen Symptome können bis zu neun Monate vergehen 
(TIPTON et al. 2013). Durch unzureichende Rekonvaleszenz besteht das Risiko eines persistenten 
Entzündungsstimulus. In Folge dessen kommt es zu einer anhaltenden Produktion von 
Wachstumsfaktoren, proteolytischen Enzymen und Zytokinen, mit einer erneuten Rekrutierung von 
Entzündungszellen (DAKIN 2017). Diese dysregulatorischen Prozesse führen zur Ausbildung einer 
chronischen Entzündungsreaktion, mit massiven Veränderungen des Aufbaus der extrazellulären 
Matrix. Das Endergebnis ist die Ausbildung eines fibrotischen Narbengewebes, welches durch 
bindegewebige Einlagerungen charakterisiert ist (WYNN 2004). Die Mechanismen dazu sind im 
Nagetiermodell gut untersucht, innerhalb von Muskel- und Sehnenerkrankungen allerdings noch 
nicht abschließend charakterisiert. Eine Studie von DAKIN et al. (2012) zeigt den altersassoziierten 
Rückgang der Expression von entzündnungsauflösenden Proteinen. Dies könnte der Hinweis auf eine 
ineffektive Entzündungsauflösung sein und die Entstehung einer chronischen Entzündung mit 
einhergehender Fibrose und erneuter Sehnenverletzung beeinflussen.  
Es ist demnach wichtig die Abläufe in der erkrankten Sehne zu kennen, um therapeutisch optimal 
vorzugehen. Somit ist es von enormer Bedeutung, das Stadium des Heilungsprozesses zu 
diagnostizieren. 
 
2.2.4 Die Bedeutung proinflammatorischer Zytokine und Leukozyten 
Nach der initialen Zerreißung der Sehnenfasern kommt es zur Degranulation von Gewebemastzellen 
und residenten Makrophagen. Durch die Freisetzung von verschiedenen Entzündungsmediatoren, wie 
bioaktiver Amine, Zytokine und Chemokine, kommt es darauffolgend zur Rekrutierung von 
Leukozyten aus dem Blutkreislauf (MAJNO 1991). Die ausgeschütteten Botenstoffe spielen eine 
entscheidende Rolle in der Signalübertragung komplexer biologischer Prozesse.  
Zytokine sind Glykoproteine mit multiplem Potential. Sie modulieren Entzündungsgeschehen und 
beeinflussen die Differenzierung, Zellintegration, Zellteilung und den Matrixumsatz von Zellen 
(EVANS 1999). Ihre biologische Aktivität entfalten sie nach ihrer Sezernierung direkt am 




spezifischen Rezeptor, welcher essentiell für eine Zellantwort ist. Hat eine Interaktion an der 
Zelloberfläche stattgefunden, kommt es durch intrazelluläre Phosphorylierungen zu einer 
Zellreaktion (EVANS 1999). Die Interaktion wird allerdings durch verschiedene Mechanismen 
beeinflusst und ist sehr komplex. Zytokine zeigen eine spezifische Aktivität mit Dosis-
Wirkungskonzentrationen im Picomolbereich (EVANS 1999). Es gibt viele verschiedene Zytokine 
mit unterschiedlichen Wirkungsweisen. Es wird zwischen proinflammatorischer und 
antiinflammatorischer Wirkung unterschieden. Für diese Arbeit waren IL-1β und TNF-α als 
proinflammatorische Zytokine von vorrangiger Bedeutung und sollen nun genauer betrachtet werden.  
 
In einer Studie von HOSAKA et al. (2002) wurden gesunde und entzündete equine OBS auf die 
Lokalisation von proinflammatorischen Zytokinen untersucht. In entzündeten Sehnen konnten IL-1β 
als auch TNF-α in Tenozyten, in Zellen des Endotendineums und in Gefäßepithelzellen 
immunhistochemisch nachgewiesen werden. Für IL-1β waren 84 % der Zellen immunpositiv, für 
TNF-α insgesamt 64 %. In gesunden Sehnen konnten kaum positive Zellen nachgewiesen werden. 
Die Expression von TNF-α wurde in einer weiteren Studie von HOSAKA et al. (2005) untersucht. 
Es wurden dynamische Unterschiede abhängig vom Zustand der untersuchten Sehne festgestellt. Es 
stellt sich nun die Frage, welche Rolle diese proinflammatorischen Zytokine in der Sehne spielen 
(Abbildung 2). 
Während der Kultivierung von humanen Tenozyten in verschiedenen Studien wurde durch IL-1β die 
Induktion von entzündlichen und katabolischen Mediatoren, wie Cyclooxygenase-2 (COX-2), 
Prostaglandin-E2 (PGE-2) und verschiedenen Matrix-Metalloproteinasen (MMP), beobachtet. Diese 
beschleunigen den Abbau der Extrazellulären Matrix (SCHULZE-TANZIL et al. 2011; CORPS et al. 
2004). Des Weiteren wird die Expression von Sehnenmatrix-Proteinen und Collagen 1 (Col1) 
unterdrückt und von Elastin verstärkt (QI et al. 2006a). In einer weiteren Studie von QI et al. (2006b) 
konnte nachgewiesen werden, dass IL-1β darüber hinaus die Polymerisation des Zytoskeletts der 
Tenozyten beeinflusst. 
TNF-α induzierte zusätzlich eine erhöhte Genexpression von Elastin (JOHN et al. 2010). Auf 
zellulärer Ebene konnten Veränderungen der Morphologie von Tenozyten sowie der Verlust von F-
Aktin-Fasern beobachtet werden. Es wird außerdem ein TNF-α-assoziierter proapoptotischer Effekt 
angenommen, da in entzündetem Sehnengewebe eine starke Expression von TNF-α und seinem 
Rezeptor TRAF2 und des Fas-Rezeptors mit gleichzeig erhöhter Caspase-3 Aktivität detektiert 
werden konnte (HOSAKA et al. 2005). 
In welchen Konzentrationen die Zytokine innerhalb der equinen OBS im physiologischen bzw. 
pathologischen Zustand vorliegen ist nicht bekannt. OSTROWSKI et al. (1999) untersuchten in 
Blutproben von Marathonläufern, vor und nach einem Lauf, die Serumkonzentrationen von IL-1β 
und TNF-α. Die Nachweisgrenze wurde bei < 10-4 ng/ml erreicht. In einer Studie von ACKERMANN 
et al. (2013) wurden im interstitiellen peritendinösen Kompartiment von neun Patienten mit einer 
akuten Achillessehnen-Ruptur zwei Wochen postoperativ die Zytokinkonzentration der rupturierten 
und kontralateralen Achillessehne bestimmt. Die IL-1β Konzentration lag zwischen 0,0369 und 
0,0441 ng/ml und die TNF-α Konzentration zwischen 0,0006 und 0,0008 ng/ml. Es wurde allerdings 
kein Unterschied zwischen rupturierter und kontralateraler Sehne festgestellt. In einer Pilotstudie von 
  Literaturübersicht 
11 
 
GAIDA et al. (2016) wurden im Serum von 22 Personen mit chronischer Achillessehnen-
Tendinopathie und von zehn gesunden Patienten Zytokin-Konzentrationen bestimmt. Im 
physiologischen Zustand konnten für IL-1β Konzentrationen von 0,0138 ng/ml und im 
pathologischen 0,01118 ng/ml ermittelt werden. Die TNF-α Konzentration lag physiologisch bei 
0,179 und pathologisch bei 0,119 ng/ml. 
In Abbildung 2 wird außerdem die Rolle von Leukozyten während der Entzündungsreaktion deutlich. 
In einer Studie von AL-SADI et al. (2011) konnte in vitro eine erhöhte Genexpression von 
proinflammatorischen Zytokinen und Matrix-Metalloproteinasen in Tenozyten, unter dem Einfluss 
einer Leukozyten-Ko-Kultur, festgestellt werden. Des Weiteren wurde von TSUZAKI et al. (2003) 
nachgewiesen, dass Tenozyten selbst mRNA für Zytokine exprimieren und dies durch von außen 
zugegebene Zytokine erhöht wird. Die durch Leukozyten ausgeschütteten Zytokine haben also 
ebenfalls eine Wirkung auf Tenozyten in der Sehne. 
  
Abbildung 2:  Rolle der Zytokine nach SCHULZE-TANZIL et al. (2011); 
Exogen freigesetzte proinflammatorische Zytokine (IL-1β und TNF-α) aktivieren Tenozyten und induzieren eine auto- 
bzw. parakrine proinflammatorische Zytokinexpression, die Expression von Entzündungsmediatoren (COX-2, PGE2), 
Abbauenzymen (MMP/TIMPs), Neoangiogenesefaktoren (VEGF) und unterdrücken die Collagen 1 (Col1) Expression 




2.3 Therapeutische Möglichkeiten zur Behandlung von Sehnenpathologien 
Da eine Tendinopathie zu einer dauerhaften Veränderung der biochemischen und biomechanischen 
Eigenschaften der Sehnen führt, sind Einschränkungen der Funktionen und auch erneute 
Verletzungen nicht selten. Verschiedene Therapieformen werden an den Status der Regeneration der 
Sehne angepasst. Die Ergebnisse sind allerdings noch nicht vollständig zufriedenstellend. Es wird 
hauptsächlich zwischen chirurgischer und nichtchirurgischer Therapie unterschieden (HO et al. 
2014). 
Chirurgische Therapiemethoden werden bei akuten Sehnenverletzungen und Sehnenrupturen 
angewandt, wenn das Verbinden der Sehne mit oder ohne Einsatz von Transplantaten notwendig ist 
(HO et al. 2014). Bei chronischen Tendinopathien wurden häufig Nebenband-Desmotomien oder das 
„Sehnensplitting“ durchgeführt, welches aber mit so vielen Nebenwirkungen behaftet ist, dass die 
Nachteile überwiegen (DOWLING et al. 2000).  
Die nichtchirurgischen Therapiemethoden sind breit gefächert. Bei der Behandlung eines akuten 
Sehnenschadens sollte die Reduktion der Belastung im Vordergrund stehen und eine lokale, bzw. 
systemische medikamentöse Behandlung unterstützend durchgeführt werden (RAPP et al. 1992). Die 
Verwendung von nichtsteroidalen Antiphlogistika ist umstritten, da sie wichtige Mechanismen der 
Entzündungskaskade beeinflussen (DOWLING et al. 2000). Weiterhin ist ein kontrolliertes 
Bewegungsprogramm von enormer Bedeutung für die Sehnenheilung und die Ausrichtung der 
neumodellierten Fasern während der Rekonvaleszenz (RAPP et al. 1992; Gillis 1997). Des Weiteren 
gibt es verschiedene biologische Behandlungsmethoden, wie z. B. die intraläsionale Injektion von 
Natriumhyaluronat oder polysulfatierter Glykosaminoglykane. Diese werden auf Grund ihrer 
inhibitorischen Wirkungsweise auf Makrophagen, Collagenasen und MMPs bei der Therapie 
eingesetzt (DYSON 1997; DYSON 2004). Allerdings sind die Ergebnisse der Studien 
widersprüchlich. Die Anwendung von Betaaminopropionitrilfumerat (BAPN-F) soll eine übermäßige 
Vernetzung in der frühen Phase der Sehnenruptur verhindern (ALVES et al. 2001). BAPN-F ist das 
Gift der Pflanze „Lathyrus odorantus“ und hemmt die Desaminierung von Lysin, welche als erster 
Schritt der Quervernetzung von Collagenfasern gilt. Die Anwendung erfordert ein strenges Kontroll- 
und Bewegungsregime und gilt als veraltete Methode (PEACOCK und MADDEN 1969).  
Produkte aus rekombinierten Wachstumsfaktoren und zellulären Bestandteilen werden immer 
häufiger bei akuten und subakuten Tendinopathien angewendet und gelten als vielversprechend 
(SMITH et al. 2014a). In einem Review Artikel von MOLLOY et al. (2003) wurde die zentrale Rolle 
von Wachstumsfaktoren bei der Sehnenheilung zusammengefasst und als heilungsfördernd 
beschrieben. Es wird eine Applikation von mehreren Wachstumsfaktoren über den gesamten 
Zeitraum der Heilung vorgeschlagen, da sich die Wirkmechanismen gegenseitig bedingen und 
ergänzen. Eine konzentrierte Quelle von Wachstumsfaktoren bietet die Behandlung mit 
plättchenreichem Plasma (PRP). In einer Studie von SCHNABEL et al. (2007) wurden explantierte 
equine OBS in Medien kultiviert, welche mit verschiedenen Produkten aus Blut und Knochenmark 
versetzt waren. Anschließende Genexpressionsanalysen von Collagenen und Matrixproteinen der 
Sehnen zeigten eine erhöhte Sehnenmatrix-Genexpression unter dem Einfluss von PRP. Des 
Weiteren konnte in PRP die höchste Konzentration von Wachstumsfaktoren bestimmt werden. 
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Biologische Produkte auf der Basis von zellulären Bestandteilten sind Knochenmarksaspirate, AD-
derived nuclear cells und MSC. Von Knochmarksaspiraten verspricht man sich einen hohen Spiegel 
an Wachstumsfaktoren, die schnell und wirtschaftlich zu gewinnen sind und die Sehnenheilung 
unterstützen (HERTHEL 2001). Allerdings können solche Aspirate Knochenbestandteile enthalten, 
welche die Sehnenheilung behindern und durch ein Injektionsvolumen von bis zu 50 ml das 
verbliebene intakte Sehnengewebe zerstören (SMITH et al. 2003).  
MSC wurden schon von CAPLAN und DENNIS (1996) als Vorläuferzellen beschrieben, die in ihrer 
jeweiligen Lokalisation zur Geweberegeneration und -reparatur beitragen. In Knorpel-, Knochen- und 
Sehnengewebe konnte bereits eine verbesserte und beschleunigte Heilung und Reparatur durch MSC 
gezeigt werden (WAKITANI et al. 1994; YOUNG et al. 1998; BRUDER et al. 1998; AWAD et al. 
1999). Hierbei trugen MSC zu einer strukturellen Organisation von Reparaturgewebe bei und 
verbesserten die biomechanischen Eigenschaften des Gewebes. CAPLAN und DENNIS (2006) 
stellten fest, dass MSC in der Lage sind, sich in verschiedene Zelltypen zu differenzieren, darunter 
auch Sehnenzellen. Durch ihre eigenständige Sezernierung von Wachstumsfaktoren und Zytokinen 
sind sie in der Lage, die Matrixsynthese ihrer Nachbarzellen zu induzieren, das Immunsystem zu 
unterdrücken, Fibrose und Apoptose zu hemmen und so gewebseigene reparative Zellen zu 
stimulieren (CAPLAN und DENNIS 2006). Somit scheinen MSC ein vielversprechendes 
Therapeutikum zur Behandlung von Sehnenschäden zu sein.  
Es wurden Studien an Collagenase-induzierten Läsionen durchgeführt, die nach der Behandlung mit 
MSC evaluiert wurden. Dabei kam man zu dem Schluss, dass die Ausrichtung und Organisation der 
collagenen Fasern und die Zusammensetzung der Extrazellulären Matrix in mit MSC behandelten 
Sehnen von besserer Struktur und Qualität waren (NIXON et al. 2008; LACITIGNOLA et al. 2008). 
SMITH et al. (2003) beschrieb als erster die Verwendung und in vitro Kultivierung von aus 
Knochenmark isolierten mesenchymalen Stammzellen (BM-MSC) für die Behandlung eines 
Defektes der equinen OBS natürlichen Ursprungs. Allerdings war der Fallbericht auf einen Patienten 
beschränkt. Eine erste Fallstudie von PACINI et al. (2007) inkludierte elf Pferde, die intraläsional mit 
BM-MSC behandelt wurden. Die 15 Kontrollpferde wurden konservativ behandelt. Alle durchliefen 
anschließend das gleiche Rehabiliatationsprogramm. 82 % der mit BM-MSC behandelten Pferde 
kehrten erfolgreich in den aktiven Sport zurück und liefen auch nach zwei Jahren lahmfrei. In der 
Kontrollgruppe erlitten alle Pferde eine erneute Verletzung innerhalb eines Jahres. Auch in 
nachfolgenden Fallstudien konnten die positiven Auswirkungen der MSC-Therapie mit Erfolgsraten 
zwischen 80 bis 90 % beschrieben werden. Rezidivraten bei konservativen Therapiemethoden lagen 
bei bis zu 50 % (LACITIGNOLA et al. 2008; SMITH 2008; Burk und Brehm 2011; GODWIN et al. 
2012; GUERCIO et al. 2015). 
Zusammenfassend gibt es immer noch viele ungeklärte Fragen zum Einsatz von MSC. So ist ein 
genauer Behandlungszeitraum sowie eine Zellzahldosis bisher nicht genau definiert (COLBATH et 
al. 2017). Die Mechanismen, die letztendlich zur verbesserten Sehnenheilung führen, sind ebenfalls 





2.4 Sehnen-Tissue Engineering 
Der Begriff „Tissue Engineering“ wurde 1987 auf einem Kongress der US National Science 
Foundation in den USA erstmalig verwendet. Man versteht darunter die Anwendung der Prinzipien 
und Methoden des Ingenieurwesens und der Biowissenschaften, unter Beachtung des 
Zusammenhangs von Struktur und Funktion verschiedener Gewebe. Das Ziel ist die Entwicklung von 
biologischen Ersatzstoffen zur Wiederherstellung, Aufrechterhaltung oder Verbesserung von 
Funktionen (NEREM 1992). 
Dieser Prozess unterliegt nach LANGER und VACANTI (1993) drei festgelegten Strategien: 
1. Es werden isolierte Zellen oder Zellersatzstoffe zur Gewebeneuschaffung verwendet. 
2. Eine Gewebestimulation erfolgt mittels anregender Substanzen, z. B. Wachstumsfaktoren. 
3. Zellen werden in oder auf Trägersubstanzen platziert, welche aus natürlichem Material bestehen. 
 
Techniken des Tissue-Engineerings bieten mögliche Alternativen zur Behandlung von 
Sehnenerkrankungen, indem die Applikation von Zellen auf Gerüsten und deren Induktion durch 
Wachstumsfaktoren die Sehnenheilung verbessern soll (LONGO et al. 2012). In aktuellen Konzepten 
werden MSC als Zellgrundlage genutzt, autolog gewonnen und in einer dreidimensionalen 
biologischen Matrix als Bandersatz eingesetzt. Zusätzliche mechanische Stimuli steuern die 
Zelldifferenzierung und Matrixsynthese (BOSCH und KRETTEK 2002). Als Gerüstsubstanz werden 
hierfür Scaffolds verschiedener Materialien verwendet.  
An das ideale Scaffold sind verschiedene Anforderungen gerichtet. Es sollte biokompatibel sein und 
zudem eine ausreichend große Oberfläche aufweisen, um die Anhaftung und das Wachstum von 
Zellen zu fördern. Des Weiteren sollte es die tenogene Differenzierung unterstützen und die 
Sehnenarchitektur und mechanischen Eigenschaften der Sehne nachahmen. Es darf außerdem im 
Empfänger keine Entzündungsreaktion induzieren. Das Scaffold muss reproduzierbar und skalierbar 
sein (DOCHEVA et al. 2015). Als natürliche und biologische Gerüste sind Submucosa des 
Schweinedünndarms, xenogene Sehnentransplantate und humane, porcine oder bovine Dermis 
beschrieben (LONGO et al. 2012; DOCHEVA et al. 2015). Sie enthalten natürliche collagene Fasern 
mit biologischer Aktivität. 
 
In verschiedenen Studien konnte gezeigt werden, dass Scaffolds auf Collagenbasis ähnliche 
physikalische, mechanische und ultrastrukturelle Eigenschaften der natürlichen Sehne aufweisen 
(KATO et al. 1989; KISHORE et al. 2012). Auch Scaffolds aus Seide und Hyaluronsäure wurden in 
Studien getestet und als vielversprechend bewertet (WIT et al. 2009; CHEN et al. 2010;). 
Synthetische Scaffolds aus Polymeren, die häufig mittels Elektrospinntechnologie hergestellt werden, 
stehen dem Tissue Engineering ebenfalls zur Verfügung (SAHOO et al. 2010). Sie haben ein 
geringeres Risiko zur Induktion einer Entzündungsreaktion als Allotransplantate (LONGO et al. 
2012). Allerdings werden ihnen Einschränkungen bezüglich ihrer Biokompatibilität und ihrer 
geringen Abbaubarkeit im Körper zugeschrieben (LIU et al. 2008). Des Weiteren werden die 
Zelladhäsion, -proliferation und -differenzierung auf synthetischen Materialien teilweise als 
unbefriedigend dargestellt (WAN et al. 2003; RICCHETTI et al. 2012; YAN et al. 2018). 
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Um alle gewünschten Eigenschaften in einem Scaffold zu vereinen, schlagen YOUNGSTROM und 
BARRETT (2016) vor, eine natürliche Sehne als Substrat zu verwenden und zu dezellularisieren. 
Dadurch können alle biomechanischen Eigenschaften, die Zusammensetzung und Struktur der 
natürlichen Sehne erhalten werden. Ein natives Sehnenscaffold wurde erstmals 1986 verwendet, um 
Kreuzbandrekonstruktion in Kaninchen zu testen (KLEINER et al. 1986). Allerdings konnte in 
verschiedenen Studien gezeigt werden, dass native Sehnenscaffolds eine chronische 
Entzündungsreaktion und Immunogenität hervorrufen und eine potentielle Infektionsquelle darstellen 
(PINKOWSKI et al. 1996; EASTLUND 2006; KEANE et al. 2012). Somit ist es von enormer 
Bedeutung, ein modifiziertes Gerüst zu nutzen, welches durch die Dezellularisierung von zellulärem 
und infektiösem Material befreit wird (WHITLOCK et al. 2012). Es wurden verschiedene 
Dezellularisierungsprotokolle entworfen, da das Verfahren gewebeabhängig ist und für dichte und 
feste Sehnen kein optimales Protokoll vorlag (YOUNGSTROM et al. 2013). Die Methoden der 
Dezellularisierung basieren auf chemischen, enzymatischen und physikalischen Prozessen und es gibt 
bisher keinen Goldstandard. 
Die erste chemische Extraktion von Fibroblasten konnte erfolgreich mittels Chloroform-Methanol 
durchgeführt werden, ohne die collagene Matrix zu zerstören (TAURO et al. 1991). Darauffolgend 
wurden Studien mit anderen Chemikalien durchgeführt, um weitere Extraktionsmethoden zu testen 
(CARTMELL und DUNN 2000; YOUNGSTROM et al. 2013; DEEKEN et al. 2011; WOODS und 
GRATZER 2005; BOTTAGISIO et al. 2016). Es wird t-octylphenoxypolyethoxyethanol (Triton X-
100) eingesetzt, um Membranproteine aus ihrer Konformität herauszulösen (Schott 1998). Mit 
Natriumdodecylsulfat (SDS) können Proteine denaturiert werden (DUGGAN und LUCK 1948). 
Außerdem wird Tri-n-butyl-phosphat (TnBP) verwendet, um Proteinverbindungen zu zerstören 
(HOROWITZ et al. 1992). Der Einsatz von Säuren, Basen, Lösungsmitteln, hyper- und hypotonen 
Lösungen ist ebenfalls möglich. Die eingesetzten Inkubationszeiten und Konzentrationen sind hierbei 
von enormer Bedeutung (TOMLINS 2015). Des Weiteren kann die Dezellularisierung mittels 
Proteasen, Nucleasen und Esterase unterstützend durchgeführt werden (BROWN et al. 2011; 
GRAUSS et al. 2005; LYNCH und AHEARNE 2013). Als physikalische Methoden sind 
beispielsweise mechanische Bearbeitungen, die Durchführung von Gefrierzyklen, aber auch das 
Schütteln und Schwenken in Flüssigkeiten beschrieben (TOMLINS 2015). 
All diese Methoden haben allerdings im Einzelnen das Potential die Sehne zu verändern. Deshalb ist 
es üblich verschiedene Methoden zu kombinieren, um ein stabileres Produkt zu erhalten 
(YOUNGSTROM et al. 2013). In einer Studie von BURK et al. (2014a) konnte gezeigt werden, dass 
durch die Kombination von Gefrier-Auftau-Zyklen und anschließender dynamsicher Inkubation in 
Detergentien (Triton X-100 und SDS) eine signifikant effektivere Dezellularisierung erfolgt. Es 
wurden noch etwa 1 % Rest-Zellkerne und 20 % Rest-DNA nachgewiesen. Bei der ausschließlichen 
Verwendung der Detergentien lag der Gehalt bei 20 % Rest-Zellkernen und 40 % Rest-DNA. 
Zusammenfassend sollte bei der Kombination von chemischen, enzymatischen und physikalischen 
Methoden immer das mildeste Verfahren angewendet werden, um ein azelluläres Produkt mit allen 






2.5 Induktion der tenogenen Differenzierung von MSC 
Die unterstützende Wirkung von MSC bei der Sehnenheilung wurde bereits in Abschnitt 2.3 evaluiert. 
Es wird das tenogene Differenzierungspotential diskutiert. 
Unter tenogener Differenzierung von MSC versteht man die Spezialisierung von Eigenschaften hin 
zu einem Tenozyt-ähnlichen Zelltyp. Dies betrifft die Morphologie, Stoffwechselaktivität und 
Stoffwechselprodukte, die Proteinbiosynthese sowie das Genexpressionsmuster.  
Tenozyten bilden zu 90 bis 95 % die zelluläre Komponente der Sehne (SPANOUDES et al. 2014). 
Sie haben eine schlanke und spindelförmige Gestalt, sind parallel zur Sehnenfaser angeordnet und für 
die Matrixsynthese innerhalb der Sehne verantwortlich (PATTERSON-KANE et al. 2012). Das 
primär von Tenoyzten gebildete Protein ist Collagen-Typ-I und zu einem geringen Anteil auch 
Collagen-Typ-Ⅲ (SCHWARZ und BISSELL 1977). Alles in allem sind dies Eigenschaften, die den 
MSC nach tenogener Differenzierung ebenfalls zugeschrieben werden (YOUNG et al. 1998).  
Die nicht-collagene Matrix der Sehne besteht aus Proteoglykanen und Glykoproteinen (KJAER 2004; 
SCOTT 1990). Am häufigsten kommen kleine Leucin-reiche Proteoglykane vor, dazu gehört auch 
Decorin (Dcn). Die Funktion besteht in der Organisation der Collagen-Fibrillen (SINI et al. 1997; 
REES et al. 2000). In einer Studie von DANIELSON et al. (1997) konnte gezeigt werden, dass Haut 
und Sehnen von Mäusen mit einem Dcn-Gen-Knockout eine reduzierte Zugfähigkeit und abnorme 
Collagenmorphologien aufweisen.  
Ein Glykoprotein der Sehne mit wichtigen Funktionen ist Tenascin-C (Tn-C). Es koordiniert hier die 
Ausrichtung und Orientierung von Collagenfasern. In einer Studie von RILEY et al. (1996) konnte 
es in allen untersuchten Sehnen nachgewiesen werden und war bei Tendinopathien erhöht. Die Tn-C 
Expression wird durch mechanische Stimulation reguliert, ein wichtiger Aspekt bei der 
bewegungsunterstützten Sehnenheilung (JÄRVINEN et al. 1999; MEHR et al. 2000).  
In der Gesamtheit sind diese extrazellulären Matrix Bestandteile bedingt als Marker für eine positive 
tenogene Differenzierung von MSC geeignet. Sie kommen zwar natürlicherweise bei der 
Regeneration von Sehnengewebe vor, spielen aber auch bei der Degeneration und Fibrose eine Rolle 
(LIU et al. 2017). 
Besser geeignete Marker der natürlichen Sehne zur Untersuchung der Tenogenese sind die 
Transkriptionsfaktoren Scleraxis und Mohawk (LIU et al. 2017). Scleraxis (Scx) gehört zur Familie 
der Helix-Loop-Helix Transkriptionsfaktoren. Ihre Funktion besteht in der Kontrolle der 
Zelldifferenzierung, -proliferation und -onkogenese (CSERJESI et al. 1995). SCHWEITZER et al. 
(2001) zeigten, dass die späte Expression von Scx für sich entwickelndes Bindegewebe spezifisch ist. 
Des Weiteren stellten sie fest, dass es in der frühen somatischen Entwicklung von 
Sehnenvorläuferzellen kontinuierlich exprimiert wird. Untersuchungen von Scx-Gen-Knockout-
Mäusen zeigten lebensfähige Mäuse, die allerdings eine reduzierte und wenig organisierte 
Sehnenmatrix mit vermischten Zellpopulationen aufwiesen. Es lagen drastische Einschränkungen in 
der Nutzung der Pfoten, Rückenmuskeln und die völlige Bewegungslosigkeit des Schwanzes vor 
(MURCHISON et al. 2007). 
Mohawk (Mkx) ist ein Transkriptionsfaktor, der in der Wirbeltierentwicklung eine regulatorische 
Funktion einnimmt und somit die Embryonalentwicklung steuert (ANDERSON et al. 2006; MILET 
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und DUPREZ 2015). Die erste Charakterisierung im Mausembryo zeigte ein dynamisches 
Transkriptionsmuster in Progenitorzellen für Sehnen, Muskeln, Knorpel, männliche Gonaden und der 
Niere (ANDERSON et al. 2006). ITO et al. (2010) beschrieben Mkx außerdem als 
Transkriptionsfaktor der Sehnenentwicklung. Knockout-Mäuse zeigten im gesamten Körper 
Sehnenhypoplasien und eine heruntergeregelte Col1-Expression. LIU et al. (2015) stellten fest, dass 
die Genexpression von Mkx in humanen Sehnen mit Tendinopathien herunterreguliert wird. Während 
der Phase der Reparatur war Mkx allerdings in der Sehne aktiviert. Des Weiteren wurde die Induktion 
der tenogenen Differenzierung von MSC durch Mkx beobachtet (LIU et al. 2015). 
 
Der Nachweis der hier aufgeführten sehnenspezifischen Proteine und Genmarker soll als Kriterium 
für eine vorhandene tenogene Differenzierung von MSC dienen. Allerdings werden sie auch von einer 
Vielzahl anderer Gewebe exprimiert, unter anderem in Muskel-, Knochen- und Knorpelgewebe. Die 
Signalwege, die zur erhöhten Protein- und Genexpression führen, sind noch nicht vollständig 
verstanden. 
Bisher gibt es keine standardisierte Methode zur Induktion der Tenogenese. Es wurden allerdings 
eine Vielzahl von Mechanismen beschrieben. Es wird zwischen biologischen, biochemischen und 
biomechanischen Stimulantien unterschieden (SPANOUDES et al. 2014). 
Zu den biologisch wirksamen Stimuli zählen Wachstumsfaktoren. So konnte nachgewiesen werden, 
dass Wachstumsfaktoren der connective tissue growth factor Familie die Col1- und Dcn-Synthese in 
BM-MSC erhöhen (LEE et al. 2006). Wachstumsfaktoren der transforming growth factor Familie 
wie TGF-β spielen eine wichtige Rolle in der Sehnengewebeentwicklung und induzieren in 
Sehnenvorläuferzellen den Transkriptionsfaktor Scx über die Aktivierung von Smad-
Signaltransduktionsproteinen im Zellkern (HELDIN et al. 1997; MAEDA et al. 2011). Dieser 
Mechanismus wurde auch in MSC beobachtet und führt zu der Annahme, dass die tenogene 
Differenzierung angeregt wird (PRYCE et al. 2009; BARSBY und GUEST 2013; GUERQUIN et al. 
2013; LIU et al. 2015). Wachstumsfaktoren der growth differentiation factor Familie wie BMP-5/12 
sind mit der Skelettgewebeentwicklung assoziiert und spielen durch die Aktivierung des Smad1/5/8-
Signalweges eine Rolle bei der Sehnenheilung (SHEN et al. 2013; TAN et al. 2015; LIU et al. 2017). 
Es konnte in verschiedenen Studien gezeigt werden, dass unterschiedliche tenogene Genmarker in 
MSC unter BMP-Einfluss hochreguliert werden, z. B. Col1, Dcn, Scx, Tn-C, Smad8 (VIOLINI et al. 
2009; PARK et al. 2010; TAN et al. 2015).  
Zu den biologischen Stimuli von MSC zählen außerdem Ko-Kultur-Systeme. In einer Studie von 
KRAUS et al. (2013) wurden humane AT-MSC mit Tenozyten ko-kultiviert. Es konnte eine 
Ähnlichkeit in Proliferation und Collagenproduktion festgestellt werden. Die Genexpression von Dcn 
wurde in MSC hochreguliert. In einer indirekten Ko-Kultur von equinen BM-MSC mit nativem 
Sehnengewebe konnten LOVATI et al. (2012) eine erhöhte Genexpression von sehnenspezifischen 
Markern wie Dcn, Tn-C, Col1 in den MSC beobachten. Ein weiterer biologischer Stimulator für die 
tenogene Differenzierung ist die Trägermatrix und ihre Beschaffenheit (LIU et al. 2008; LIU et al. 





Zu den biochemischen Stimuli gehört unter anderem die Supplementierung von Vitaminen. Hierbei 
ist vor allem Vitamin C von Bedeutung, da es die Collagensynthese unterstützt (RUSSELL und 
MANSKE 1991; BATES et al. 1972). So konnte durch hochdosierte Vitamin C-Gabe die 
beschleunigte Sehnenheilung bei Ratten in einer Studie von OMEROĞLU et al. (2009) beobachtet 
werden. Die Zugabe von Glukose und essentiellen Aminosäuren wie Glutamin ermöglicht ein 
erhöhtes Zellwachstum, beeinflusst die tenogene Differenzierung aber nicht (SPANOUDES et al. 
2014).  
Auch die Sauerstoffkonzentration gehört zu den biochemischen Stimuli. Im Durchschnitt liegt die 
Gewebesauerstoffkonzentration im Organismus bei 3 % im hypoxischen Bereich (CSETE 2005). 
Allerdings erfolgt die in vitro Differenzierung häufig bei 21 % Sauerstoff, also unter normoxischen 
Bedingungen (SHELL et al. 2013). Bei der Untersuchung der Kultivierung von equinen AT-MSC bei 
hypoxischen bzw. normoxischen Sauerstoffkonzentrationen konnte festgestellt werden, dass sich die 
Proliferationsrate unter hypoxischen Bedingungen verringerte (SHELL et al. 2013). Die adiopogene 
und chondrogene Differenzierung verlief hier erfolgreicher. In einer Studie von RAABE et al. (2013) 
zeigten equine AT-MSC unter normoxischen Kultivierungsbedingungen eine erhöhte Genexpression 
von tenogenen Markern. Allerdings wurden hier zusätzlich andere Stimuli kombiniert. 
Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass die O2-Konzentration Stoffwechsel- und 
Differenzierungsprozesse der MSC beeinflussen und so die Zelltherapie von Sehnenverletzungen 
beeinflussen können (ZHANG und WANG 2013).  
Zu den biomechanischen Einflussfaktoren der tenogenen Differenzierung gehört die mechanische 
Dehnung. Während der Entwicklung des Bewegungsapparates spielt sie eine entscheidende Rolle. 
Die Differenzierung von embryonalen Sehnen Vorläuferzellen wird während der embryonalen 
Entwicklungsphase durch mechanische Stimulation reguliert (LINCOLN et al. 2006; BROWN et al. 
2014; LORDA-DIEZ et al. 2014). Die Signalübertragung erfolgt über das Zytoskelett, Zilien und Gap 
Junctions der Tenozyten und führt zur Aktivierung verschiedener Signalkaskaden, welche die 
Genexpression für Proteine der extrazellulären Matrix beeinflussen (WAGGETT et al. 2006; 
DONNELLY et al. 2010).  
Bei physiologischer Belastung wird die typische Zellmorphologie aufrechterhalten und die 
sehnenspezifische Genexpression und Proteinbiosynthese erhöht (CHIQUET 1999; JIANG et al. 
2011). Diese Prozesse sind auch während der Sehnenheilung in der Reparationsphase von enormer 
Bedeutung für die Remodellierung des Fasergeflechts und implizieren ein kontrolliertes 
Bewegungsprogramm als therapeutische Methode (GILLIS 1997). Da bei übermäßiger Dehnung die 
Bildung von Metaboliten der Entzündungsreaktion und der osteogenen Differenzierung beobachtet 
wurden, sollten für mechanische Stimulationen moderate Größen für Kraft und Dauer verwendet 
werden (WANG et al. 2009; YANG et al. 2005; RUI et al. 2011). Es konnte bereits gezeigt werden, 
dass die mechanische Stimulation die tenogene Differenzierung von MSC induziert (ALTMAN et al. 
2002a; JUNCOSA-MELVIN et al. 2007; KUO und TUAN 2008; YANG et al. 2013; BURK et al. 
2016; YOUNGSTROM et al. 2016). In vielen Studien werden biologische, biochemische und 
biomechanische Einflüsse kombiniert zur Induktion der tenogenen Differenzierung von MSC mit 
Erfolg eingesetzt. Allerdings sind auch solche Systeme nicht mit den in vivo Abläufen vergleichbar, 
da hier noch eine Vielzahl weiterer Komponenten wirken. 
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2.6 Bioreaktorsysteme im Sehnen-Tissue Engineering 
Bioreaktorsysteme stellen Kultivierungssysteme außerhalb des Körpers dar, in denen verschiedene 
Einflüsse kombiniert werden können. Sie bieten die Möglichkeit eines komplexen, aber kontrollier- 
und reproduzierbaren Versuchsaufbaus, in dem verschiedene Faktoren Beachtung finden. So können 
in vitro Experimente durchgeführt werden, die sich so nah wie möglich am Organismus orientieren. 
Die Anwendung solcher Systeme ist im Tissue Engineering weit verbreitet (HANSMANN et al. 
2013). Die Grundkomponenten eines Bioreaktors bestehen nach WANG et al. (2013a) aus dem 
Antriebselement, der Kultivierungskammer, einem System zur Medium-Zirkulation und dem 
Überwachungssystem. An Bioreaktoren, die im Sehnen-Tissue Engineering zum Einsatz kommen, 
sind spezielle Anforderungen gerichtet. Sie sollen die sehnenspezifische biochemische und 
biomechanische Umgebung nachempfinden. Das Antriebselement übt die mechanische Stimulation 
aus. In der Kultivierungskammer wird das Gewebe stimuliert. Die Kultivierungsbedingungen, sowie 
die Zusammensetzung des Kultivierungsmediums, wirken auf das Material der Kammer korrosiv. 
Deshalb wird antikorrosives, autoklavierbares Material, wie rostfreier Stahl, bei der 
Kammerherstellung bevorzugt (ALTMAN et al. 2002b; ABOUSLEIMAN et al. 2009; WANG et al. 
2013a).  
Abschließend bietet ein Bioreaktorsystem in jedem Fall die Möglichkeit zur Schaffung eines 
Mikroklimas, ähnlich dem des zu untersuchenden Organismus. In traditionellen Systemen kann dies 
nicht in dem Maß nachvollzogen werden. Für Untersuchungen im Sehnen Tissue Engineering sind 
Bioreaktorsysteme essentiell, da ohne den Stimulus der mechanischen Dehnung die biomechanische 
Umgebung fehlt. 
  
Zielstellung und Hypothesen 
20 
 
3 Zielstellung und Hypothesen 
Da MSC in der Folge der tenogenen Differenzierung zum Zellersatz mit Modulation der 
Sehnenmatrix führen könnten, gelten sie als wertvolle Option zur Behandlung von 
Sehnenerkrankungen des Pferdes. Daher ist es von enormem Interesse grundlegende Mechanismen 
zu verstehen, die Auswirkungen auf die erfolgreiche Anwendung von MSC als regeneratives 
Therapeutikum haben können. 
Das Ziel dieser Arbeit war es erstmalig funktionelle Eigenschaften von AT-MSC unter dem Einfluss 
verschiedener Entzündungsfaktoren zu untersuchen. Der Fokus lag hierbei auf der Induktion der 
tenogenen Differenzierung von AT-MSC. Zusätzlich wurde das tripotente Differenzierungspotential 
der MSC unter dem Einfluss der proinflammatorischen Zytokine bewertet. Die Ergebnisse dieser 
Studie könnten somit Hinweise auf den therapeutisch sinnvollsten Applikationszeitpunkt von MSC 
im klinischen Zusammenhang geben. 
Um diese Ziele zu erreichen, wurde ein komplexes in vitro Modell entwickelt, in dem die in vivo 
vorherrschenden Bedingungen während der Sehnenheilung des Pferdes berücksichtigt werden 
sollten. 
 
Es erfolgte die Besiedlung dezellularisierter equiner Sehnenscaffolds mit aus equinem Fettgewebe 
isolierten MSC und deren dynamische Stimulation durch einen speziell angefertigten Bioreaktor. 
Zusätzlich wurde die Wirkung der proinflammatorischen Zytokine IL-1β und TNF-α untersucht. 
Diese wurden einzeln oder kombiniert in einer experimentellen Konzentration, die bereits in anderen 
Studien verwendet wurde sowie in einer niedrigeren Konzentration, wie sie in vivo gefunden wurde, 
angewendet. In weiteren Versuchansätzen erfolgte die Zugabe von Leukozyten in einer direkten Ko-
Kultur. 
Diese Einflussfaktoren sollten die entzündliche Umgebung widerspiegeln, die auch während der 
akuten Entzündungsphase einer Sehnenerkrankung vorherrscht. 
 
Im Zuge dieser Zielstellung wurden folgende Hypothesen aufgestellt: 
 
1. Funktionelle und tenogene Eigenschaften von MSC werden unter dem Einfluss von 
proinflammatorischen Zytokinen und Leukozyten negativ beeinträchtigt. 
Diese Beeinträchtigung ist unter dem Einfluss niedriger Zytokinkonzentrationen weniger 
stark ausgeprägt. 
 
2. Das Proliferationsverhalten der MSC wird unter dem Einfluss hoher Zytokinkonzentrationen 
beschleunigt. 
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4 Tiere, Material und Methoden 
4.1 Mesenchymale Stromazellen 
4.1.1 Tiere 
Die Spendertiere des zur Gewinnung von MSC benötigten Fettgewebes wurden in der Klinik für 
Pferde der Veterinärmedizinischen Fakultät der Universität Leipzig auf Grund verschiedener 
Pathologien euthanasiert. Hierbei fand besondere Beachtung, dass keine septischen oder infektiösen 
Erkrankungen vorlagen. Die ausgewählten MSC lassen sich diesen Donatoren zuordnen: 
 
Tabelle 1: Spendertiere der AT-MSC 
Pferd-Nr. Rasse Alter Geschlecht 
Pferd 1 Vollblut 1 Jahr Stute 
Pferd 2 Warmblut 5 Jahre Wallach 
Pferd 3 Warmblut 12 Jahre Stute 
Pferd 4 Kaltblut 4 Jahre Wallach 
Pferd 5 Warmblut 3 Jahre Wallach 
Pferd 6 Schweres Warmblut 2 Jahre Stute 
Pferd 7 Warmblut 5 Jahre Stute 
 
4.1.2 Material 
Tabelle 2: Material Zellkultur 
Geräte Hersteller 
Absaugeinheit Harmony Pump VCP 8101 LMS Co., Tokyo, Japan 
Brutschrank Hera Cell 240 Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA USA 
Gefrierschrank -20 °C Kirsch, Willstätt-Sand, Deutschland 
Kryotank mit Flüssigstickstoff MVE TEC 3000 German Cryo, Jüchen, Deutschland 
Kühlschrank KS38RA00IE Siemens AG, Deutschland 
Mikroskop Leica DMi1 incl. MC 170 
Leica Microsystems CMS, Wetzlar, 
Deutschland 
Pipetten 10 µl, 200 µl, 1000 µl Eppendorf, Hamburg, Deutschland 
Pipettierhilfe Macroman Gilson Kisker Biotech, Steinfurt, Deutschland 
Sicherheitswerkbank Kojar-BW-130-Silver Kojair Tech Oy, Vilppula, Finland 
Wasserbad GFL 1003 GFL, Burgwedel, Deutschland 
Zählkammer nach Neubauer Marienfelder, Lauda-Königshofen, Deutschland 
Zentrifuge Rotina 420R Hettich, Kirchlengern, Nordrhein-Westfalen 
Verbrauchsmaterial Hersteller 
Ethanol 70 % Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Falcons 15 ml, 50 ml VWR, Radnor, USA 
Handschuhe Kolibri SATRA, Kettering, UK 
Kryoröhrchen Simport, Beloeil, Kanada 
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Glaspasteurpipetten Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Pipettenspitzen 1000 µl, 200 µl, 10 µl VWR, Radnor, USA 
Serologische Pipetten 5 ml, 10 ml, 25 ml VWR, Radnor, USA 
Softtücher 
IGEFA Handelsgesellschaft, Ahrendfelde 
Deutschland 
Zellkulturflaschen T175 Corning, New York, USA 
Puffer, Enzyme, Chemikalien Hersteller 
PBS Gibco, Thermo Scientific Waltham, USA 
Trypan Blau-Färbelösung Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Trypsin Gibco, Thermo Scientific Waltham, MA USA 
 
Tabelle 3: Zusammensetzung Standardeinfriermedium 
Standardeinfriermedium Hersteller 
DMEM Gibco, Thermo Scientific Waltham, MA USA 
40 % FCS Gibco, Thermo Scientific Waltham, MA USA 
DMSO Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
 
Tabelle 4: Zusammensetzung Standardkulturmedium 
Standardkulturmedium Hersteller 
DMEM Gibco, Thermo Scientific Waltham, MA USA 
10 % FCS Gibco, Thermo Scientific Waltham, MA USA 
1 % Penicillin/Streptomycin  Gibco, Thermo Scientific Waltham, MA USA 
0,1 % Gentamicin Roth, Karlsruhe, Deutschland 
 
Tabelle 5: Kultivierungsbedingungen im Brutschrank 
Kulturbedingungen im Brutschrank 
37 °C 
5 % CO2 
90 % relative Luftfeuchtigkeit (rH) 
 
4.1.3 Methoden 
Die in dieser Arbeit verwendeten AT-MSC wurden innerhalb der Arbeitsgruppe nach einem 
etablierten Protokoll isoliert, expandiert und kryokonserviert. Die Kryokonservierung erfolgte 
teilweise über einen Zeitraum von vier Jahren in verschiedenen Portionsgrößen. Alle beschriebenen 
Arbeiten fanden im Zellkulturlabor unter der Sicherheitswerkbank statt. 
 
4.1.3.1 Auftauen von AT-MSC 
Es wurden Zellen in Passage 1 aufgetaut. Zum Auftauen wurden die Kryoröhrchen vorsichtig im 
Wasserbad bei 37 °C erwärmt. Da dem Einfriermedium das zytotoxische DMSO zugesetzt ist, wurde 
die Zellsuspension unverzüglich mit Standardkulturmedium vermischt. Zum Waschen wurde das 
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50 ml Falcon mit 37 °C warmen PBS aufgefüllt. Darauf folgte eine fünfminütige Zentrifugation bei 
437 x g und Raumtemperatur. Zur Zellzahlbestimmung wurde der Überstand mit einer 
Glaspasteurpipette abgesaugt und das Zellpellet in 1 ml PBS sorgfältig resuspendiert. Aus dieser 
Suspension wurden 10 µl zur Zählung einbehalten, mit 40 µl Trypan Blau-Färbelösung vermischt 
und in die Neubauer-Zählkammer pipettiert. Die Zählung der lebenden Zellen erfolgte in acht 





 × 5  104 × v 
 
x = Zellzahl der gesamten Zellsuspension 
z = gezählte Zellzahl lebender Zellen 
8  = Anzahl der ausgezählten Großquadrate 
5  = Verdünnungsfaktor durch Trypan Blau-Färbelösung (10 µl:40 µl) 
10⁴  = Zählkammerfaktor  
v = Resususpensionsvolumen 
 
4.1.3.2 Kultivierung von AT-MSC 
Nach der Zählung wurden die Zellen in Zellkulturflaschen ausgesät. Die Aussaatdichte in Passage 1 
lag bei einer Gesamtzellzahl von 650.000 Zellen pro T175-Zellkulturflasche. Nach acht Tagen 
Kultivierung wurden die Zellen passagiert. Innerhalb dieser acht Tage wurde das Medium zweimal 
gewechselt. 
 
4.1.3.3 Passagieren von AT-MSC 
Die Zellernte erfolgte nach acht Tagen Kultivierung. Die Konfluenz der Zellpopulation betrug 
mindestens 80 %. Die Zellen wurden danach in die Passage 2 überführt. Hierzu wurde das 
Zellkulturmedium aus den Zellkulturflaschen entfernt, der Zellrasen in zwei Schritten mit jeweils 
10 ml PBS (37 °C) gewaschen und anschließend 4 ml Trypsin in einfacher Konzentration auf den 
Zellrasen pipettiert. Es erfolgte anschließend eine Inkubation im Brutschrank für fünf Minuten. Der 
Ablösungserfolg wurde unter dem Lichtmikroskop überprüft und gegebenenfalls durch Klopfen an 
der Unterseite der Zellkulturflasche zum Abschluss gebracht. Die Wirkung des Trypsins wurde 
danach mit der Zugabe des Standardzellkulturmediums in dreifacher Menge abgestoppt. Die 
Zellsuspension konnte dann entnommen, in ein Falcon überführt und abschließend für fünf Minuten 
bei 437 x g und RT zentrifugiert werden. Die Zellzahlbestimmung erfolgte mit Hilfe der Neubauer-
Zählkammer, wie im Abschnitt 4.1.3.1 erläutert. Die erneute Aussaat erfolgte mit einer 
Gesamtzellzahl von 525.000 Zellen pro T175-Zellkulturflasche. Die Kultivierung bis zur Zellernte in 
Passage 3 betrug weitere acht Tage. Der Mediumwechsel wurde zweimal wöchentlich durchgeführt. 
Nach der Zellernte wurden die Zellen der Passage 3 direkt dem Versuch zugeführt.  
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4.2 Equine oberflächliche Beugesehnen 
4.2.1 Material 
Tabelle 6: Material zur Gewinnung und Herstellung von equinen OBS 
Geräte Hersteller 
Absaugeinheit Harmony Pump VCP 8101 LMS Co., Tokyo, Japan 
Brutschrank Hera Cell 240 Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Eisaufbewahrungsbehälter Magic Touch Icewares International Corp., 
N.Y., USA 
Eisbereiter Brema 1555A Bremaice, Villa Cortese MI, Italien 
Gefrierschrank -80 °C Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Kombi-Schüttler Edmund Bühler, Bodelshausen, Deutschland 
Kryotom Leica CM 3050 S Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Kühlschrank Liebherr +4 °C 
Liebherr, Biberach an der Riss, 
Deutschland 
Pipettierer Macroman Gilson Kisker Biotech, Steinfurt, Deutschland 
Schermaschine Super AGR Andis, Sturtevant, USA 
Stickstofftransportbehälter KGW-Isotherm, Karlsruhe, Deutschland 
Wasseraufbereitungsanlage Milli Q Merck, Darmstadt, Deutschland 
Wasserbad GFL 1003 GFL, Burgwedel, Deutschland 
Verbrauchsmaterialien Hersteller 
70 % Ethanol Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Anatomische Pinzette WDT, Garbsen, Deutschland 
Braunoderm, Jod-Lösung B. Braun, Tuttlingen Deutschland 
Chirurgische Pinzette WDT, Garbsen, Deutschland 
Desinfektionsmittel Leica Kryoeffect Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Einmalskalpell  B. Braun, Tuttlingen, Deutschland 
Falcon 50 ml VWR, Radnor, USA 
Handschuhe Gentle Skin Meditrade, Kiefersfelden, Deutschland 
Jodseife Jodosept Vetoquinol, Lure cedex, Frankreich 
Kryo-Gewebekleber Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Kryotomklingen Leica DB80 LX Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Messelement Maped, Annecy, Frankreich 
Mullkompressen Nobamed, Wetter/Ruhr, Deutschland 
Probeneinfrierbeutel, Whirl-Pak Nasco, Kellogg, USA 
Probengefäß, Plastik/Metall  
Schottflaschen 1 l Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Serologische Pipetten 5 ml, 10 ml, 25 ml VWR, Radnor, USA 
Skalpellhalter Nr. 4 Aesulap, Tuttlingen, Deutschland 
Skalpellklingen  Schreiber, Fridingen/Donau, Deutschland 
Sterilfilter (Bottle Top) VWR, Radnor, USA 
Zellkulturschalen (100 mm) VWR, Radnor, USA 
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Enzyme, Chemikalien, Lösungen Hersteller 
0,9 % Natriumchlorid-Lösung Ecotainer B. Braun, Tuttlingen Deutschland 
Antibiotikum Gentamicin-Lösung (50 mg/ml) Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland  
Antibiotikum Penicillin/Streptomycin Gibco, Thermo Scientific Waltham, MA USA 
Autoklaviertes VE-Wasser  
Flüssiger Stickstoff  
Salzsäure 37 % Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland  
Tris-Puffer Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland  
Triton-X-100 Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland  
 
4.2.2 Methoden 
4.2.2.1 Gewinnung von equinen OBS 
Durch die Kooperation mit einer Rossschlachterei und der Klinik für Pferde der 
Veterinärmedizinischen Fakultät der Universität Leipzig, konnten die benötigten OBS gewonnen 
werden. Hierzu wurden an Schlachttagen abgesetzte Pferdebeine, ab Metacarpal- bzw. 
Metatarsalgelenk, vom Schlachthof abgeholt und zur weiteren Bearbeitung in die Klinik für Pferde 
gebracht. Des Weiteren wurden OBS von euthanasierten Spendertieren der Klinik für Pferde 
gewonnen. Hier erfolgte die aseptische Vorbereitung der Entnahmestelle kaudal des Röhrbeins. Die 
Bereiche wurden geschoren und ausgiebig mit Jodseife gewaschen. Danach erfolgte eine 
Desinfektion mit Ethanol und abschließend mit Braunoderm. Mit sterilen Instrumenten wurde die 
OBS freipräpariert, entnommen und in die mit 2 % Penicillin/Streptomycin und 0,1 % Gentamicin 
versetzte 0,9 %ige Kochsalzlösung überführt. Bis zur weiteren Bearbeitung wurden die OBS über 
Nacht im Kühlschrank bei 4 °C gelagert. 
 
4.2.2.2 Dezellularisierung von equinen OBS 
Die anschließende Präparation der Sehnen erfolgte im Zellkulturlabor unter der Sterilwerkbank. 
Hierfür wurden die Sehnen von überflüssigem Bindegewebe befreit. Die nachfolgenden 
Waschschritte umfassten zuerst eine Überführung für fünf Minuten in 70% Ethanol, danach kurz in 
PBS und eine erneute Überführung für fünf Minuten in 70% Ethanol. Nach einem letzten 
Waschschritt in PBS wurden die Sehnen in sterilen Probeneinfrierbeuteln bis zur anschließenden 
Dezellularisierung bei -80 °C für einen Monat gelagert. Der Dezellularisierungsprozess wurde, nach 
einem von der Arbeitsgruppe etablierten und publizierten Protokoll, über sieben Tage durchgeführt 
(Tabelle 7). An Tag 1 erfolgte die Durchführung von Auftau- und Gefrierzyklen in flüssigem 
Stickstoff unter der Sterilwerkbank, bis die Sehnen insgesamt fünfmal vollständig aufgetaut waren. 
Alle anschließenden Waschschritte wurden bei Raumtemperatur auf dem Kombi-Schüttler 
durchgeführt. Die dezellularisierten Sehnen wurden darauffolgend bei -80 °C in 
Probeneinfrierbeuteln bis zum Zuschnitt für den Versuch gelagert. 
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Tabelle 7: Protokoll zur Dezellularisierung der equinen OBS 
Schritt Chemikalie/Lösung Dauer 
1. Durchführung von fünf Auftau-  
    und Gefrierzyklen 
PBS 
Flüssiger Stickstoff 
Auftauen 10 - 20 min (-80 °C) 
Gefrieren 5 - 10 min (-160 °C) 
2. Dynamische Inkubation in  
    hypotoner Lösung 
Autoklaviertes VE-Wasser 48 h 
3. Dynamische Inkubation im  
    Detergenz 
1 % Triton X-100 48 h 
4. Zweimaliges Waschen  VE-Wasser 2 × 15 min 
5. Dynamische Inkubation Standardkulturmedium 24 h 
6. Dynamische Inkubation PBS  24 h 
7. Lagerung in  
    Probeneinfrierbeuteln  
    bei -80 °C 
 Bis zum Zuschnitt im Versuch 
 
4.2.2.3 Zuschnitt zu Sehnenscaffolds 
Die Größe der Scaffolds war abhängig von der Nutzung. Für die Stimulation im Bioreaktor wurden 
Scaffolds mit Abmaßen von 1,5 cm × 7 cm × 300 µm benötigt. Scaffolds, die als Kontrollen in 
Silikonschalen kultiviert wurden, hatten die Maße 1 cm × 1 cm × 300 µm. Die dezellularisierten OBS 
wurden auf Eis zum Kryotom transportiert und in diesem auf -20 °C erwärmt. Die bis zu 20 cm langen 
OBS wurden dann, mit Hilfe des Skalpells, auf die gewünschte Länge bzw. Breite zurechtgeschnitten 
und anschließend auf einem vorgekühlten Träger mit Gewebekleber fixiert (Abbildung 3). Nach der 
Aushärtung des Klebers konnte der Träger auf der Schneidvorrichtung befestigt und an die Klinge 
herangefahren werden. Es erfolgte nun das Abtragen der Oberfläche in geringer Schnittdicke. Nach 
dem Wechsel der Klinge wurde die Schnittdicke auf 300 µm erhöht. Scaffolds mit den Maßen 1,5 cm 
× 7 cm wurden in vorgekühlte 50 ml Falcons, Scaffolds mit den Maßen 1 cm × 1 cm in vorgekühlte 
10 cm Schalen überführt. Der abschließende Transport ins Zellkulturlabor erfolgte auf Eis. Hier 
wurden die Scaffolds in Silikonschalen (Anhang 7) überführt und auf 37 °C erwärmt und mit MSC 
der Passage 3 besiedelt. 
  




Abbildung 3: Zuschnitt von Scaffolds (1,5 cm × 7 cm × 300 µm) am Kryotom 
1: Träger mit OBS    4: Falcons mit Scaffolds 
2: Kryotomklinge auf Objekttisch   5: Zellkulturschale mit OBS 
3: Gekühlter Träger    6: Messelement, Instrumente 





Die Leukozyten wurden, wenn benötigt, aus Vollblut des Spendertiers gewonnen. Die Blutentnahme 
fand in der Klinik für Pferde an der Veterinärmedizinischen Fakultät der Uni Leipzig statt. 
 
Tabelle 8: Spendertier 





Haflinger 2013 Wallach 
 
4.3.2 Material 
Zusätzlich zu den in Tabelle 2 genannten Materialien wurden hier folgende Materialien verwendet: 
 
Tabelle 9: Material zur Leukozytengewinnung und Stimulation 
Geräte Hersteller 
Zentrifuge, Megafuge X3R Heraeus, Hanau, Deutschland 
Verbrauchsmaterial Hersteller 
Einmalspritzen Norm-Ject 50 ml HSW, Tuttlingen, Deutschland 
Jodspray B. Braun, Tuttlingen Deutschland 
Kanüle, Microlance rosa BD, Heidelberg, Deutschland 
LeucoSep Trennröhrchen 50 ml Greiner Bio One, Leipzig, Deutschland 
Mullkompressen Nobamed, Wetter/Ruhr, Deutschland 
Puffer, Enzyme, Chemikalien Hersteller 
Concanavalin A (2,5 µg/ml) Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Leuko-Spin Medium 1,090 g/ml (Ficoll) Pluriselect, Leipzig, Deutschland 
Natrium-Heparin (5.000 IE/ml) B. Braun, Tuttlingen Deutschland 
 
Tabelle 10: Zusammensetzung des Leukozytenwaschpuffers 
Leukozytenwaschpuffer bei RT Hersteller 
500 ml PBS (1×) Gibco, Thermo Scientific Waltham, MA USA 
2,5 g von 0,5 % BSA Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
2 ml 500 mM Na-EDTA Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
 





Die Drosselrinne wurde geschoren und aseptsich vorbereitet, um danach mit der Kanüle die Vena 
jugularis externa zu punktieren. Es wurden am Versuchstag 45 ml Blut entnommen und in einer 
Einmalspritze mit 5 ml Natrium-Heparin vermischt. Danach wurde das Blut sofort zur weiteren 
Bearbeitung in das Zellkulturlabor verbracht. 
 
4.3.3.2 Leukozytenisolierung durch Dichtegradientenzentrifugation 
Alle Arbeiten im Zellkulturlabor fanden unter der sterilen Werkbank bei RT statt. In Vorbereitung 
wurden 15 ml des Ficoll-Mediums bei 1000 x g für 30 sec im LeucoSep Trennröhrchen zentrifugiert. 
Das frisch entnommene Vollblut wurde 1:2 mit PBS verdünnt und davon anschließend 35 ml in das 
LeucoSep Trennröhrchen dekantiert. Es erfolgte nach Erreichen von 800 x g eine 20-minütige 
Zentrifugation ohne Bremse bei RT. Danach wurde der Leukozytenring mit einer Einwegpipette 
entnommen und in ein neues Falcon überführt. Dieses wurde mit Leukozytenwaschpuffer aufgefüllt 
und mit einer Beschleunigung von 300 x g für 10 min und anschließender Bremse 2 zentrifugiert. Der 
Überstand wurde entfernt, das entstandene Sediment zuerst mit 1 ml Leukozytenwaschpuffer 
aufgelockert und anschließend aufgefüllt. Der letzte Zentrifugationsschritt vor der Zählung erfolgte 
mit einer Beschleunigung von 100 x g für 10 min und höchster Bremse. Das Zellpellet wurde dann 
in 1ml des Waschpuffers resuspendiert, davon 10 µl zur Zellzählung (Formel 4.1.3.1) einbehalten 
und anschließend in PBS ein letztes Mal bei 437 x g für fünf Minuten zentrifugiert. Die anschließende 
Resuspension erfolgte in Standardkulturmedium, so dass 5 Mio. Zellen in 1 ml PBS enthalten waren. 
 
4.3.3.3 Leukozytenstimulation 
Für den Versuch wurden vergleichend stimulierte und unstimulierte Leukozyten eingesetzt. Zur 
Stimulation der Leukozyten wurden 2,5 µg/ml Concanavalin A zur Zellsuspension pipettiert und 
gemeinsam 1 h im Brutschrank inkubiert. Nach Ablauf der Inkubationszeit erfolgte zuerst eine 
Zentrifugation bei 437 x g für fünf Minuten, danach ein Waschschritt mit PBS und abschließend die 
Resuspension in Standardkulturmedium. Die stimulierten Leukozyten wurden danach in einem 
Verhältnis von 10:1 zu den MSC gegeben. 
  




Der Versuch setzte sich aus 3 Versuchsreihen zusammen (Abbildung 4). Es wurde hierbei zwischen 
unstimulierten und stimulierten Scaffolds unterschieden, wobei die Stimulation im Bioreaktor mittels 
mechanischer Dehnung erfolgte. Die Monolayerkulturen dienten als Kontrolle ohne Scaffoldeinfluss. 
Die Aussaat der Zellen fand immer 3 Tage vor der Stimulation statt, um die Adhäsion der Zellen in 
ihrer jeweiligen Kultivierungsbedingung zu gewährleisten. Alle Zellen wurden in Passage 3 für die 
Versuchsreihen ausgesät. Durch die Zugabe von proinflammatorischen Zytokinen in verschiedenen 
Konzentrationen und stimulierten bzw. unstimulierten Leukozyten an Tag 0 ergaben sich 
unterschiedliche Versuchsansätze. 
Die Hauptuntersuchungszeitpunkte waren immer an Tag 1 nach Zugabe des entsprechenden 
Entzündungsreizes, bzw. nach Stimulation im Bioreaktor und nach 72 h (Tag 3).  





Abbildung 4: Schematische Darstellung des Versuchsaufbaus 
LD: Lebend/Tot-Färbung, PCR: Real-Time PCR, PK: Phasenkontrast-Mikroskopie, H: Histologie (HE-Färbung) 
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4.5 Aussaat von Scaffold- und Monolayerkulturen 
4.5.1 Material 
Alle Arbeiten fanden im Zellkulturlabor statt. Die Aussaat erfolgte unter der Sterilwerkbank. 
 
Tabelle 11: Zusätzliches Material zur Aussaat der Versuchsreihe 1, 2, 3 
Verbrauchsmaterial Hersteller 
4-Well-Platten, Nunclon Delta Surface Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
6-Well-Platten VWR, Radnor, USA 
Probengefäß, Nalgene PP 500 ml Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Silikon, Elastosil RT 601 A&B Wacker Chemie, München, Deutschland 
 
4.5.2 Methoden 
Die für den Versuch verwendeten Zellen befanden sich in Passage 3 und wurden wie in Abschnitt 
4.1.3.3 beschrieben gewonnen und gezählt. 
 
4.5.2.1 Monolayerkulturen 
Für die Versuchsreihe 1 wurden an Tag -3 Zellen zum einen für die Real-Time PCR und 
Phasenkontrast-Mikroskopie in 6-Well-Platten und zum anderen für die Lebend/Tot-Färbung in 4-
Well-Platten ausgesät. Die Besiedlungsdichte betrug 3.000 Zellen pro cm². Alle Ansätze wurden bis 
zum Mediumwechsel an Tag 0 in Zellkulturmedium im Brutschrank kultiviert.  
 
4.5.2.2 Scaffoldkulturen 
Für die Scaffoldkultivierung wurden im Vorfeld Probengefäße mit Silikon beschichtet (Anhang 7) 
und autoklaviert. Vor der Besiedlung wurden die Sehnenscaffolds wie in Abschnitt 4.2.2.3 
beschrieben gewonnen, daraufhin in Silikonschalen überführt und im Brutschrank erwärmt, um den 
Besiedlungserfolg zu gewährleisten. Die Besiedlungsdichte auf dem Scaffold betrug 300.000 Zellen 
pro cm². Die Zellen wurden in 30 µl Standardkulturmedium pro cm² mäanderförmig auf das Scaffold 
aufgetragen.  
Für die Versuchsreihe 2 wurden 1 cm² große Scaffolds besiedelt, das entsprach einer Suspension von 
300.000 Zellen in 30 µl Standardkulturmedium. Scaffolds, die in Versuchsreihe 3 dem Bioreaktor 
zugeführt wurden, hatten eine Größe von 7 cm². Es wurden dementsprechend 2,1 Mio. Zellen in 
210 µl Standardkulturmedium auf das Sehnenscaffold aufgebracht.  
Zur Gewährleistung der Adhäsion wurden die Sehenscaffolds anschließend 6 Stunden im 
Brutschrank inkubiert. Danach erfolgte die Zugabe von jeweils 30 ml Standardkulturmedium pro 
Silikonschale und die Inkubation bis Tag 0. 
  




Um den Einfluss von zyklischer Dehnung zu untersuchen, wurde von der Arbeitsgruppe in 
Zusammenarbeit mit Prof. Dr. Cornelia Kasper, Department für Biotechnologie, Universität für 
Bodenkultur Wien und Friedbert Gellermann, Feinmechanikwerkstatt des Instituts für technische 
Chemie Leibniz Universität Hannover, ein Bioreaktor entworfen (Abbildung 5).  
Der Bioreaktor setzt sich aus dem Motor und der Stresskammer zusammen, welche über ein 
bewegliches Verbindungsstück miteinander verbunden sind. Die Stresskammer wurde aus rostfreiem 
Stahl (VA Legierung) gefertigt und ist autoklavierbar. Das Volumen der Kammer beträgt 365,2 cm³. 
Hier können drei Scaffolds gleichzeitig eingespannt und der zyklischen Dehnung unterzogen werden. 
Nach außen lag eine abnehmbare Plexiglasscheibe auf.  
Der Motor des Bioreaktors hatte eine Schubkraft von 1 kN. Er ist zum einen mit der Motorsteuerung 
und zum anderen mit einem Schlauchsystem zur Motorkühlung verbunden. 
  
Abbildung 5: Bioreaktor; 1: Motor, 2: Verbindung von Motor und Stresskammer, 3: Stresskammer 
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4.7 Stimulation und Stimulationsmuster 
Als Stimulation wurde die zyklische Dehnung der Scaffolds in Faserrichtung der Versuchsreihe 3 
bezeichnet. Die 7 cm² großen besiedelten Sehnenscaffolds wurden im Bioreaktor um 2 % ihrer Länge 
bei einer Frequenz von 1 Hz gedehnt. Ein Stimulationsmuster setzte sich aus 15 Minuten zyklischer 
Dehnung, 15 Minuten Pause, 30 Minuten zyklischer Dehnung zusammen.  
Die Scaffoldkulturen der Versuchsreihe 2 und die Monolayerkulturen der Versuchsreihe 1 wurden 
nicht stimuliert.  
An Tag 0 wurde der Bioreaktor im Brutschrank platziert. Die autoklavierte Stresskammer wurde unter 
der Sterilwerkbank mit 60 ml Standardkulturmedium gefüllt und die Scaffolds eingespannt. 
Anschließend wurde die Stresskammer im Brutschrank mit dem Motor verbunden. Nach 
Wiedererreichen der Kultivierungsbedingungen (Tabelle 5) im Brutschrank nach etwa 15 Minuten 
erfolgte die erste Stimulation. Nach 24 Stunden Inkubation wurde an Tag 1 die Stresskammer entfernt 
und das erste Sehnenscaffold entnommen, um es der Auswertung zuzuführen. Die zwei verbliebenen 
Scaffolds wurden erneut stimuliert und anschließend bis Tag 2 inkubiert. Es erfolgte die dritte 
Stimulation und anschließende Inkubation bis Tag 3. Hier wurden die 2 verbliebenen Scaffolds 
entnommen und der weiteren Auswertung zugeführt. Während der Inkubationszeiten waren die 
Scaffolds in entspannter Position im Bioreaktor eingespannt. 
 
4.8 Zugabe von Zytokinen 
Zusätzlich wurde die Auswirkung von Zytokinen (Tabelle 12) und Leukozyten untersucht. Diese 
wurden an Tag 0 vor der ersten Stimulation zugegeben. So ergaben sich in Versuchsreihe 3 insgesamt 
vier verschiedene Versuchsansätze (Abbildung 4).  
In Versuchsreihe 1 und 2 wurde an Tag 0 ebenfalls ein Mediumwechsel durchgeführt und die 
verschiedenen Konzentrationen von Zytokinen bzw. die stimulierten/unstimulierten Leukozyten 
(Abbildung 4) zugegeben. Nach Ablauf der jeweiligen Inkubationszeit an Tag 1 oder Tag 3 wurden 
sie der weiteren Auswertung zugeführt. 
 
Tabelle 12: Zytokine 
Verwendetet Zytokinkonzentration Hersteller 
Recombinant Human IL-1β/IL-1F2 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
R&D Systems, Minneapolis, USA 
Recombinant Human TNF-α 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
R&D Systems, Minneapolis, USA 
 
  




Scaffolds der Versuchsreihe 3 wurden nach Entfernung der Enden, die zuvor im Bioreaktor 
eingespannt waren, mit dem Skalpell in 1x1 cm große Stücke geteilt. Hierbei wurde darauf geachtet, 
dass für jede Auswertungsmethode ein Stück aus der Mitte und ein Stück vom Rand des Scaffolds 
genutzt wurde. 
Scaffolds der Versuchsreihe 2 wurden bereits als 1×1 cm große Scaffoldkulturen kultiviert und 
konnten somit direkt verwendet werden. Es wurden jeweils acht Scaffolds in einer Silikonbox 
kultiviert und an Tag 1 bzw. Tag 3 jeweils vier entnommen. Davon wurde ein Scaffold der 
Lebend/Tot-Färbung zugeführt und ein weiteres für die Histologie genutzt. Der Real-Time PCR 
wurden jeweils zwei Scaffolds zugeführt. 
Für die Werte der technischen Replikate der Versuchsreihen wurden für die statistische und 
quantitative Auswertung im weiteren Verlauf der Mittelwert berechnet. 
 
Alle technischen Arbeitsschritte zur Bildanalyse wurden mit Hilfe von Patrick Scheibe 




Abbildung 6: Schema zum Zuschnitt der Scaffolds aus Versuchsreihe 3; PCR: Real-Time PCR, LD: 
Lebend/Tot-Färbung, H: Histologie (HE-Färbung)  
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4.10 Phasenkontrastmikroskopie und Zellzahlbestimmung 
4.10.1 Material 
Tabelle 13: Material Durchlichtmikroskopie 
Geräte Hersteller 
Bildschirm LG LG, Seoul, Südkorea 
Computer LG LG, Seoul, Südkorea 
Mikroskop Leica DM IL inkl. Kamer MC 170 




4.10.2.1 Automatisierte Auswerung von Aufnahmen der Phasenkontrastmikroskopie 
Phasenkontrastmikroskopische Aufnahmen wurden nur von Monolayerkulturen der Versuchsreihe 1 
angefertigt. Es wurden an Tag 1 und Tag 3 jeweils drei Fotos aus jeder Well-Vertiefung 
aufgenommen. Für eine automatisierte Auswertung wurden verschiedene Bildverarbeitungsschritte 
auf die im Vorfeld aufgenommen Bilder mit Hilfe der Software Mathematica 11.3 (Wolfram 
Research, Champaign, USA) angewendet. Globale Beleuchtungsinkonsistenzen wurden mit Hilfe der 
Differenz zweier Gauss-Filter (DoG) entfernt. Danach wurden mittels eines konstanten, globalen 
Schwellenwertes, der kurz über dem Mittelwert aller Pixel lag, alle Bilder einheitlich binarisiert. Die 
Ergebnisse wurden visuell überprüft. Im nächsten Schritt wurde die Anzahl der binarisierten 
Vordergrundpixel durch die Anzahl aller Pixel geteilt. So konnte der Anteil der Zellfläche im Bild 
bestimmt und Aussagen zur Konfluenz des Zellrasens getroffen werden.  
 
4.10.2.2 Zellzahlbestimmung 
Zusätzlich zur oben genannten Methode wurden Monolayerkulturen (n = 2) ausgezählt. Die Zellen 
wurden, wie in Abschnitt 4.1.3.3 erläutert abgelöst und gezählt. Anschließend konnten die 

















ln = natürlicher Logarithmus 
N1 = Anzahl gezählter Zellen nach Kultivierung an Tag 3 
N0 = Anzahl ausgesäter Zellen an Tag -3 
T = Anzahl der Tage der Kultivierung 





Alle Arbeiten fanden im Zellkulturlabor statt. Die Färbung erfolgte unter der Sterilwerkbank, die 
Inkubation im Brutschrank. 
 
Tabelle 14: Material für die Lebend/Tot-Färbung 
Geräte Hersteller 
Keyence HS All-In-One Fluorescence 
Microscope 
Keyence, Osaka, Japan 
Verbrauchsmaterial Hersteller 
12-Well-Platten VWR, Radnor, USA 
Objektträger Super Frost Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Puffer, Enzyme, Chemikalien Hersteller 
Erwärmtes PBS (1x) Gibco, Thermo Scientific Waltham, USA 
Live/Dead Viability/Cytotoxicity Kit Invitrogen, Carlsbad, USA 
 
4.11.2 Methoden 
Unter Anwendung des Lebend/Tot-Kits, gemäß den Anweisungen des Herstellers, fluoreszieren 
lebende Zellen bei einer Wellenlänge von 515 nm grün und tote Zellen bei einer Wellenlänge von 
635 nm rot. Direkt nach der Färbung wurden am Fluoreszenz-Mikroskop drei Bilder von jedem 
Replikat aufgenommen. Durch Übereinanderlegen der am Fluoreszenz-Mikroskop getrennt 
aufgenommenen Bilder (Overlay) konnte diese Färbung für eine Vitalitätsdarstellung in allen 
Versuchsreihen verwendet werden.  
 
4.11.2.1 Lebend/Tot-Färbung der Monolayerkulturen 
Nach einem Waschschritt mit PBS wurden 500 µl der zuvor hergestellten Färbelösung pro Well-
Vertiefung auf den Zellrasen gegeben. Die Inkubation erfolgte lichtgeschützt für fünf Minuten im 
Brutschrank. 
 
4.11.2.2 Lebend/Tot-Färbung der Scaffoldkulturen 
Die Scaffolds der Versuchsreihe 2 und 3 wurden zur Färbung in 12-Well-Platten verbracht und hier 
zweimal für 10 Minuten im Brutschrank mit warmem PBS gewaschen. Dann erfolgte die 
lichtgeschützte Inkubation in jeweils 1 ml der zuvor hergestellten Färbelösung für 40 Minuten. Nach 
einem Waschschritt wurden die Scaffolds, mit der besiedelten Seite nach unten, auf einem 
Objektträger direkt am Fluoreszenz-Mikroskop betrachtet. 
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4.11.2.3  Auswertung  
Die Morphologie und Verteilung lebender Zellen wurde nach der Färbung qualitativ bewertet. Durch 
eine quantitative Bildanalyse der aufgenommenen Bilder erfolgte die Zählung der toten Zellen. Dafür 
wurden verschiedene Bildverarbeitungsschritte mit Hilfe der Software Mathematica 11.3 (Wolfram 
Research, Champaign, USA) angewendet. Zuerst wurde mit einer Differenz zweier Gauss-Filter 
(DoG) die globale Beleuchtungsinkonsistenz der Bilder eliminiert. Anschließend konnte mit Hilfe 
eines Total Variation Filters das Hintergrundrauschen weiter reduziert werden, ohne signifikante 
Zellkanten zu glätten. Um nun die Zellen vom Hintergrund zu trennen, wurde unter Anwendung eines 
globalen Schwellenwertes ein Binärbild erzeugt, in dem Zellen weiß und der Hintergrund schwarz 
dargestellt wurden. Unter Anwendung verbundener Komponenten konnte nun allen Pixeln der 







Abbildung 7: Beispielhafte Darstellung der quantitativen Bildanalyse zur Zellzahlbestimmung toter Zellen 
A1: Kontrolle der Monolayerkultur, Overlay; A2: Roter Fluoreszenzkanal (tot); B1: Kontrolle der unstimulierten 
Scaffoldkultur, Overlay; B2: Roter Fluoreszenzkanal; C1: Kontrolle der stimulierten Scaffoldkultur, Overlay; C2: Roter 
Fluoreszenzkanal 





Tabelle 15: Material für die Histologie 
Geräte Hersteller 
Abzug Hohenloher, Öhringen, Deutschland 
Gewebeinfiltrationsautomat Leica TP 1020 Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Kühlplatte Leica EG 1150 C Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Mikrotom HM 430 Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA USA 
Mikroskop Leica DMi1 Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Mikrotom Klingen Leica DB 80 LS Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Paraffineinbettautomat Leica EG 1150 H Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Strecktisch Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Wärmeschrank Binder, Tuttlingen, Deutschland 
Wärmebad Leica HI 1210 Leica Biosystems, Nussloch, Deutschland 
Verbrauchsmaterial Hersteller 
Deckgläschen Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Einbettkassetten Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Eiweißglycerin Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Falcon 15 ml VWR, Radnor, USA 
Objektträger Super Frost Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Papierfilter Macherey-Nagel, Düren, Deutschland 
Roti-Plast, Paraffin Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
VE-Wasser, Milli-Q Merck, Darmstadt, Deutschland 
Chemikalien  Hersteller 
Eisessig Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Eosin 1 % wässrig Hollborn & Söhne, Leipzig, Deutschland 
Essigsäure-N-Buthylester Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Ethanol 100 % Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Hämatoxylin nach Gill Ⅱ Hollborn & Söhne, Leipzig, Deutschland 
Histokitt, Eindeckmedium Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Isopropanol Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Roti-Histofix®, Formaldehydlösung 4 % Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Roti-Histol® Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Xylol Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
  




4.12.2.1 Fixierung und Paraffineinbettung 
Die Fixierung der Scaffolds erfolgte über sieben Tage bei RT in einer Formaldehydlösung. Danach 
wurden die fixierten Scaffolds in Einbettkassetten überführt und gewässert. Zur Gewebefixierung 
durchliefen die Proben ein 24-stündiges automatisiertes Programm im Gewebeinfiltrationsautomat 
(Tabelle 16). Abschließend erfolgte die Einbettung am Paraffineinbettautomat. Dazu wurden die 
Proben vertikal zur Unterlage eingebettet, sodass der Zuschnitt längs zur Faserrichtung erfolgte. Bis 
zur vollständigen Aushärtung des Paraffins verblieben die Proben auf der Kühlplatte. 
 
Tabelle 16: Programmablauf im Gewebeinfiltrationsautomat 
Chemikalie und Reihenfolge Dauer 
1. 30 % Ethanol 1h 
2. 50 % Ethanol 5h 
3. 70 % Ethanol 1h 
4. 80 % Ethanol 2h 
5. 96 % Ethanol 2h 
6. Isoprpoanol I 2,5h 
7. Isoprpoanol II 2,5h 
8. Essigsäure-N-Buthylester 3h 
9. Essigsäure-N-Buthylester 1h 
10. Paraffin I 1,5h 
11. Paraffin II 1,5h 
12. Paraffin III 1,5h 
 
4.12.2.2 Mikrotomschnitte 
Am Mikrotom wurden von jedem Paraffinblöckchen insgesamt drei 5 µm dicke Schnitte vorbereitet 
und auf Eiweiß-Glycerin-beschichtete Objektträger gegeben. Diese wurden anschließend mindestens 
30 Minuten auf dem Strecktisch getrocknet und über Nacht bei 37 °C im Wärmeschrank fixiert. 
 
4.12.2.3 Hämatoxylin-Eosin-Färbung 
Vor der HE-Färbung erfolgte zunächst die Entparaffinierung der Schnitte. Um das Gewebe zu 
Rehydrieren schloss sich eine absteigende Alkoholreihe an. Nach der HE-Färbung wurden sie fixiert 
und eingedeckt (Anhang 3). Die Schnitte wurden über Nacht bei RT getrocknet und ausgewertet. Die 
Sehnenscaffolds stellten sich nach der Färbung hellrosa, die Zellkerne der AT-MSC dunkelblau dar. 
  




Die Auswertung der gefärbten Schnitte erfolgte am Mikroskop Leica DM IL. Es wurden zwei 
Replikate pro Probe ausgewertet und dabei immer der ganze Schnitt betrachtet. Alle Schnitte wurden 
über den Monitor der Kamera mit der 10x Vergrößerung und von zwei unabhängigen Betrachtern 
bewertet. Folgender Score wurde verwendet: 
 
Tabelle 17: HE-Bewertungsscore 
Bewertungskriterium Eigenschaft Score-Punkte 
Besiedlungsverteilung an der 
Scaffoldoberfläche 
(bezüglich der besiedelten Seite) 
Keine Zellen  0 
Vereinzelte Zellen  1 
Einschichtige Zellschicht 2 
Teilweise mehrschichtige Zellschicht 3 
Konstant mehrschichtige Zellschicht 4 
Zellintegration in das Scaffold 
(bezüglich der Gesamtzellzahl der  
Oberfläche) 
Keine integrierten Zellen 0 
Integration <10 % 1 
Integration zwischen 10-50 % 2 
Integration >50 % 3 
Besiedlung der Scaffoldoberfläche 
(bezüglich der unbesiedelten Seite) 
Einseitig 0 
<10 %  1 
10-50 %  2 
>50 %  3 
 
4.13 Real-Time PCR 
4.13.1 Material 
Tabelle 18: Material zur Real-Time PCR 
Geräte Hersteller 
ABI 7500  Applied Biosystems, Foster City, USA 
Abzug Hohenloher, Öhringen, Deutschland 
Captair bio Erlab, Val de Reuil, Frankreich 
NanoDrop 2000 Spektrophotometer Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA USA 
Pipetten 2,5 µl, 10 µl, 100 µl, 200 µl, 1000 µl Eppendorf, Hamburg, Deutschland 
Thermomixer compact 5350 Eppendorf, Hamburg, Deutschland 
Tissue Lyser II Qiagen, Limburg, Niederlande 
Wasserbad GFL 1003 GFL, Burgwedel, Deutschland 
Zentrifuge 5417 R Eppendorf, Hamburg, Deutschland 
Verbrauchsmaterial Hersteller 
96-Well-PCR-Platten Sarstedt, Nümbrecht, Deutschland 
Falcon 15 ml VWR, Radnor, USA 
Pipettenspitzen 10 µl, 100 µl, 200 µl, 1000 µl VWR, Radnor, USA 
Reaktionsgefäße 0,5 ml, 1 ml, 2 ml VWR, Radnor, USA 
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Skalpellhalter Nr. 4 Aesulap, Tuttlingen, Deutschland 
Skalpellklingen Gr. 22 Schreiber, Fridingen/Donau, Deutschland 
Stahlkugeln 7 mm Qiagen, Limburg, Niederlande 
Sterile Filtertips  
2,5 µl, 10 µl, 100 µl, 200 µl, 1000 µl 
Biozym , Hessisch Oldendorf, Deutschland 
Zellkulturschalen (10 cm) VWR, Radnor, USA 
Chemikalien, Puffer, Lösungen Hersteller 
Ethanol 70 %, 100 % Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Proteinase K Qiagen, Limburg, Niederlande 
RLT-Puffer mit β-Mercaptoethanol Qiagen, Limburg, Niederlande 
Nuclease-freies Wasser Qiagen, Limburg, Niederlande 
 
Tabelle 19: Verwendete Kits 
Kit Hersteller 
DNase I, RNase-free Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA USA 
RevertAid H Minus First Strand cDNA Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA USA 
RNeasy Mini Kit Qiagen, Limburg, Niederlande 
 
Tabelle 20: Mastermix für die cDNA-Synthese 
Mastermix Zusammensetzung               
cDNA-Synthese 
Volumen 
5 x Puffer 8 µl 
dNTPs 4 µl 
RNase-Inhibitor 2 µl 
Reverse Transkriptase 2 µl 
 
Tabelle 21: Mastermix der Real-Time PCR 
Mastermix Reagenzien RT-qPCR Hersteller 
Nuclease freies Wasser Qiagen, Limburg, Niederlande 
Primer 10mM Invitrogen, Carlsbad, USA 
ROX Reference Dye Bio Rad, Hercules, USA 
SYBR-Green Bio Rad, Hercules, USA 
Mastermix Zusammensetzung RT-qPCR Volumen 
Primerspezifischer Mastermix 19 µl 
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Tabelle 22: Verwendete Primersequenzen 
Equines 
Gen 
























































Die folgenden Arbeitsschritte wurden unter der Leitung von Dr. Susanna Schubert (Wissenschaftliche 
Mitarbeiterin des SIKT der Universität Leipzig) durchgeführt. 
 
4.13.2.1 RNA-Isolierung aus Scaffoldkulturen 
Nach dem Zuschnitt der Scaffolds (siehe 4.9) wurde der für die Real-Time PCR bestimmte Teil mit 
dem Skalpell zerkleinert und in einem 15 ml Falcon bei -80 °C mindestens über Nacht gelagert.  
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Die Proben wurden dann auf Eis aufgetaut und in neue Reaktionsgefäße überführt. Es wurden jeweils 
eine 7 mm Stahlkugel und 350 µl des RLT-Puffers mit β-ME dazugegeben. Anschließend wurden die 
Proben zweimal bei 30 Hz für 2 Minuten im Tissue Lyser zerkleinert. Die gewonnene Suspension 
wurde dann, nach der Zugabe von Proteinase K, für 10 Minuten bei 55 °C im Wasserbad inkubiert. 
Nach anschließender Zentrifugation wurden jeweils 1 Vol des 100 %igen Ethanols mit der 
Suspension vermischt. Der RNA enthaltende Überstand wurde anschließend bei -80 °C gelagert. Die 
nachfolgenden Arbeitsschritte erfolgten mit Hilfe des RNeasy Mini Kits (Anhang 2). 
 
4.13.2.2  Zellaufschluss der Monolayerkulturen 
Die Zellernte erfolgte direkt aus den 6-Well-Platten. Dazu wurde das Medium abpipettiert und in jede 
Well-Vertiefung 350 µl des RLT-Puffers mit β-ME gegeben, um die Zellen zu lysieren. An Tag 3 
wurden bei allen Versuchsansätzen, außer bei denjenigen ohne Zytokine, 700 µl verwendet. Danach 
erfolgte die Lagerung bei -80 °C mindestens über Nacht. Die anschließende Weiterverarbeitung 
wurde wie die der Scaffoldkulturen (4.13.2.1), aber in 1 Vol 70 %igem Ethanol durchgeführt. 
 
4.13.2.3 cDNA-Synthese durch Reverse Transkription 
Zunächst wurde der RNA-Gehalt der Proben durch eine Messung am Spektrophotometer bestimmt. 
Dazu wurde die im Vorfeld isolierte RNA auf Eis gelagert und jeweils 1 µl auf den Messsensor 
gegeben. Für die cDNA-Synthese wurde jeweils 2 µg Matritzen-RNA eingesetzt. Diese wurde mit 
den Oligo-dT Primern gemischt und für fünf Minuten bei 65 °C im Thermoschüttler inkubiert. 
Anschließend wurden die Proben auf Eis überführt und 16 µl Mastermix hinzu pipettiert. Dann 
erfolgte die Inkubation für 1 Stunde im Thermoschüttler bei 42 °C und abschließend für fünf Minuten 
bei 70 °C. Danach wurden die Proben bei -20 °C gelagert. 
 
4.13.2.4 Real-Time PCR 
Die Quantifizierung der Genexpression wurde mit Hilfe des Applied Biosystems 7500 Real-Time 
PCR Systems durchgeführt. Dabei diente SYBR-Green als Fluoreszenzfarbstoff zum Nachweis von 
Doppelstrang-DNA. Für jede Probe wurde, sowohl für die Ziel-, als auch für die Referenz-Gene, ein 
Doppelansatz pipettiert (Tabelle 21). Die Amplifikation im Cycler entsprach 40 Zyklen mit 95 °C für 
30 Sekunden und 60 °C für 30 Sekunden. Die zu untersuchenden Zielgene waren: Collagen 1A2, 
Collagen 3A1, Decorin, Tenascin-C, Scleraxis, Mohawk, Smad8 und Osteopontin. Glycerinaldehyd-
3-phosphat-Dehydrogenase (GAPDH) und β-Actin (ACTB) wurden als Referenz-Gene verwendet. 
Die verwendeten Primer-Sequenzen (Tabelle 22) wurden von der Arbeitsgruppe ausgewählt und 
getestet. Die Berechnung der Ratios erfolgte mit der Methode nach Pfaffl. Zusätzlich wurden die 
Daten für gruppenübergreifende Vergleiche und grafische Darstellung der Genexpression innerhalb 
der jeweiligen Gruppe zur entsprechenden Kontrolle normalisiert (Monolayer, 
unstimulierte/stimulierte Scaffolds ohne inflammatorische Stimulation).  
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4.14 Tripotente Differenzierung 
Die tripotente Differenzierung gilt als Charakterisierungsmerkmal mesenchymaler Stromazellen 
(nach ISCT). Auf Grund dessen war es für die vorliegende Arbeit von besonderem Interesse, dass 
tripotente Differenzierungspotential unter dem Einfluss der ausgewählten Zytokinkonzentrationen zu 
untersuchen. 
4.14.1 Material 
Zusätzlich zu den in Tabelle 2, Tabelle 12 und in Tabelle 15 genannten Materialien wurden hier 
folgende Materialien verwendet: 
 
Tabelle 23: Material Tripotente Differenzierung 
Verbrauchsmaterial Hersteller 
4-Well-Platten, Nunclon Delta Surface Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 
Chemikalien Hersteller 
Alzian-Blau-Pulver Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Essigsäure 100 % Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Mayer´s Hämatoxylin Lösung Hollborn & Söhne, Leipzig, Deutschland 
Natriumthiosulfat-Pulver Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Nuclear Fast Red Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Oil Red O-Pulver Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Pyrogallol-Pulver Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Silbernitrat-Pulver Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
 
Tabelle 24: Zusammensetzung des Differenzierungsmediums 
Adipogenes Differenzierungsmedium Hersteller 
Adipogenes Basalmedium  Life Technologies, Carlsbad, USA 
10 % Adipogenes Supplement Life Technologies, Carlsbad, USA 
5 % Rabbit Serum Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
0,1 % Gentamicin Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Chondrogenes Differenzierungdsmedium Hersteller 
Chondrogenes Basalmedium  Life Technologies, Carlsbad, USA 
10 % Chondrogenes Supplement Life Technologies, Carlsbad, USA 
0,1 % Gentamicin Roth, Karlsruhe, Deutschland 
Osteogenes Differenzierungsmedium Hesteller 
Osteogenes Basalmedium  Life Technologies, Carlsbad, USA 
10 % Osteogenes Supplement Life Technologies, Carlsbad, USA 
0,1 % Gentamicin Roth, Karlsruhe, Deutschland 
  




4.14.2.1 Zellaussaat, Kultivierung und Fixierung 
Alle Arbeiten fanden im Zellkulturlabor und unter der Sicherheitswerkbank statt. Die Zellaussaat 
erfolgte gleichzeitig zu den Versuchsreihen 1 bis 3. Es wurden AT-MSC in Passage 3 ausgesät. Die 
Aussaatdichte variierte in der Zellzahl.  
Zur adipogenen Differenzierung wurden 3.000 Zellen, zur osteogenen Differenzierung 2.000 Zellen 
pro Well-Vertiefung in Standardkulturmedium ausgesät (Tabelle 4). An Tag 0 wurde der Zellrasen 
mit PBS gewaschen und anschließend das Differenzierungsmedium, inklusive Zytokine 
hinzugegeben. Die Inkubation der adipogenen Differenzierung erfolgte bis zum Tag 4. Hier wurden 
die Zellen in 50 %igem Ethanol für 20 Minuten fixiert. Die osteogene Differenzierung wurde über 
21 Tage inkubiert. Der Mediumwechsel, inklusive erneuter Zugabe der Zytokine, erfolgte zweimal 
wöchentlich. Abschließend wurden die Zellen für 10 Minuten in Formaldehydlösung fixiert. Nach 
dem Trocknen wurden die Well-Platten bei -20 °C bis zur Färbung gelagert. 
Die Herstellung der Zellpellets der chondrogenen Differenzierung erfolgte, inklusive der Zytokine, 
direkt in Differenzierungsmedium in einem 15 ml Falcon mit 500.000 MSC. Das Pellet würde über 
21 Tage kultiviert und täglich, durch Anschnipsen der Röhrchen, vom Boden des Falcon gelöst, um 
das Anwachsen zu verhindern. Ein Mediumwechsel, mit erneuter Zugabe von Zytokinen, wurde 
dreimal pro Woche durchgeführt. An Tag 21 wurden die Pellets für maximal 12 Stunden in 
Formaldehydlösung fixiert und anschließend in Einbettkassetten gewässert. Mit Hilfe des 
Gewebeinfiltrationsautomaten wurden die Proben abschließend fixiert (Tabelle 16). Die Einbettung 
in Paraffin erfolgte am Paraffineinbettautomaten (siehe 4.12.2.1). 
 
4.14.2.2 Färbung der adipogenen Differenzierung 
Die fixierten Zellen wurden mittels Oil Red O-Färbung gefärbt (Anhang 4). Unter Anwendung dieser 
Färbung wurden vorhandene Fettvakuolen in der Zelle rot und Zellkerne violett gefärbt. Da die 
Zellverteilung innerhalb des Wells variierte, wurden aus jeder Well-Vertiefung insgesamt drei Bilder 
mit der 10x Vergrößerung an der Kamera des Mikroskops aufgenommen.  
 
4.14.2.3 Färbung der osteogenen Differenzierung 
Die fixierten Zellen wurden mittels von Kossa-Färbung gefärbt (Anhang 6). Diese Färbung diente 
dem indirekten Nachweis von Mineralisierungen und somit einer positiven osteogenen 
Differenzierung. Dabei stellt sich Substanz, die Phosphationen enthält, braun bis schwarz dar. Es 
wurden drei Bilder aus jeder Well-Vertiefung mit der 10x Vergrößerung an der Kamera des 
Mikroskops aufgenommen. 
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4.14.2.4 Färbung der chondrogenen Differenzierung 
Am Mikrotom erfolgte der Zuschnitt von 5 µm dicken Schnitten (siehe 4.12.2.2). Es wurden Schnitte 
aus der Mitte der Pellets genutzt. Die Schnitte wurden zuerst entparaffiniert und anschließend mittels 
Alzian Blau-Färbung gefärbt (Anhang 5). Unter Anwendung dieser Färbung stellten sich Zellkerne 
rot und saure Mucopolysaccharide und sulfatierte Glykosaminoglykane, wie Hyaluronsäure oder 
Chondroitinsulfat, türkis dar. Von jedem Pellet wurden insgesamt zwei Schnitte der Auswertung 
zugeführt. Es wurde hierfür jeweils ein Bild mit der 4x Vergrößerung am Mikroskop aufgenommen. 
 
4.14.2.5 Automatische Auswertung 
Die Aufnahme der Bilder von Schnittserien, bzw. aus den Well-Vertiefungen, erfolgte unter gleichen 
Kamera- und Lichteinstellungen. Anschließend wurden sie mit Hilfe der Software Mathematica 11.3 
(Wolfram Research, Champaign, USA) bearbeitet, um eine automatische Auswertung zu 
ermöglichen. Für alle Aufnahmen wurde ein Hell- und Dunkelfeld bestimmt, indem eine 
Weißkorrektur von jeder Aufnahme berechnet wurde, um die Konstanz der Beleuchtung und 
Farbigkeit zu maximieren. Zur quantitativen Auswertung der osteogenen Differenzierung mittels von 
Kossa-Färbung wurde die mittlere Helligkeit dieser Bilder bestimmt und anschließend verglichen. 
Zur quantitativen Auswertung der adipo- und chondrogenen Differenzierung wurde im nächsten 
Schritt ein Binärbild mit Hilfe einer lokal-adaptiven Binarisierung erstellt, in dem sich der 
Hintergrund schwarz und die Zellen im Vordergrund weiß darstellten. So konnten die, für die 
Auswertung benötigten Zellen vom Hintergrund getrennt betrachtet und der Anteil der Zellen pro 
Bild bestimmt werden. Mittels Color Deconvolution Algorithmus gelang es im Anschluss, die 
Farbstoffe der Oil Red O- sowie der Alzian Blau-Färbung zu trennen, um so Analysen zu den Anteilen 
der unterschiedlich gefärbten Pixel im Bild durchzuführen. 
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4.15 Statistische Auswertung 
Die erhobenen Daten wurden mit der Software SPSS 23 (IBM Deutschland GmbH, Ehningen, 
Deutschland) statistisch ausgewertet. Zur graphischen Darstellung wurden Boxplots erstellt. Die Box 
zeigt den Interquartilbereich der die mittleren 50% der Datensätze enthält. Die untere Grenze der Box 
markiert das erste Quartil und die obere Grenze das dritte Quartil der Daten. Die dunkle Linie 
innerhalb der Box kennzeichnet den Median. Die T-Balken (Whisker) zeigen nach Voreinstellungen 
der SPSS Sofware von den Boxen ausgehend den 1,5-fachen Interquartilabstand oder, sofern 
Minimum und/ oder Maximum innerhalb dieses Bereiches liegen, statt des 1,5-fachen 
Interquartilabstandes Minimum und/ oder Maximum an. Ausreißerwerte, die außerhalb dieses 
Bereiches liegen, werden als Kreise außerhalb der T-Balken dargestellt. Bei den Ergebnissen der 
Genexpression kamen insbesondere unter dem Einfluss der niedrigen Zytokinkonzentrationen 
teilweise extreme Ausreißerwerte vor, mit einem Abstand von mehr als dem 3-fachen 
Interquartilabstand zu den Boxen. Diese extremen Ausreißerwerte wurden bei den statistischen Tests 
regulär berücksichtigt, aber in der grafischen Boxplot-Darstellung ausgeschlossen. Die 
entsprechenden Werte sind in Anhang 10.5 dargestellt. 
Die Daten wurden mittels Shapiro-Wilk-Test auf Normalverteilung untersucht. Da diese nicht vorlag, 
wurden anschließend nicht parametrische Tests (Friedman Test und Wilcoxon-Vorzeichen-Rang-
Test) verwendet. Die Ergebnisse wurden bei p < 0,05 als statistisch signifikant bewertet.  
 
  




Die Ergebnisse dieser Arbeit wurden bereits 2018 im International Journal of Molecular Science 
veröffentlicht (BRANDT et al. 2018). 
5.1 Morphologie, Proliferation und Konfluenz der MSC 
Das typische spindelförmige Erscheinungsbild und fibroblasten-ähnliche Aussehen der AT-MSC der 
Monolayerkultur zeigte sich vor allem unter Kulturbedingungen ohne entzündungsähnliche Einflüsse 
(Abbildung 8, I). Im Vergleich dazu wiesen die Zellen in entzündlicher Umgebung, unabhängig von 
der Konzentration der Zytokine und des Aktivierungszustandes der Leukozyten, eine veränderte 
Morphologie auf. Es kam zur Abflachung des Zellkörpers und Ausbildung von zusätzlichen 
Zellfortsätzen. Dies war vorranging an Tag 1 zu beobachten (Abbildung 8, A bis H). Auch das 
Proliferationsverhalten wurde durch die Zugabe von Zytokinen und Leukozyten beeinflusst. An Tag 
3 spiegelte sich dies, unter dem Einfluss der hohen Konzentrationen der einzelnen und kombinierten 
Zytokine, in einer höheren Konfluenz der Monolayerkultur wider. Diese war unter IL-1β-hoch und 
TNF-α-hoch signifikant erhöht (p < 0,05). Die niedrigen Konzentrationen führten zu ähnlichen 
Effekten, mit der Ausnahme von IL-1β-niedrig. Unter dem Einfluss der Ko-Kultivierung mit 
Leukozyten wurde ein gegenteiliger Effekt beobachtet (Abbildung 9). Durch die beispielhafte 
Zellzählung und Berechnung der Populationsverdopplungszeit konnte dies bestätigt werden (Tabelle 
25). 
Tabelle 25: Mittelwerte der Zellzahlen und Populationsverdopplungszeit (Pz); n = 2 
Zytokin Zellzahl Pz in h 
IL-1β-hoch (10 ng/ml) 829.687 29,81 
IL-1β-niedrig (0,01 ng/ml) 300.000 43,42 
TNF-α-hoch (50 ng/ml) 725.000 31,01 
TNF-α-niedrig (0,1 ng/ml) 335.937 41,76 
IL-1β-hoch (10 ng/ml) 
TNF-α-hoch (50 ng/ml) 
362.500 39,42 
IL-1β-niedrig (0,01 ng/ml) 
TNF-α-niedrig (0,1 ng/ml) 
357.812 39,59 






Abbildung 8: Morphologie der MSC modifiziert nach BRANDT et al 2018; Beispielhafte Phasenkontrastbilder 
der Monolayerkulturen des Tag 1; A: IL-1β-hoch; B: IL-1β-niedrig; C: TNF-α-hoch; D: TNF-α-niedrig; E: IL-1β-hoch + 
TNF-α-hoch; F: IL-1β-niedrig + TNF-α-niedrig; G: Ko-Kultur mit aktivierten Leukozyten (Leuko-stim); H: Ko-Kultur 
mit nicht-aktivierten Leukozyten (Leuko); I: Kontrolle 







Abbildung 9: Proliferation und Konfluenz der MSC modifiziert nach BRANDT et al 2018; Graphische 
Darstellung der Konfluenz in Prozent; Gruppen, die durch denselben Buchstaben markiert sind, unterscheiden sich 
signifikant voneinander; (p < 0,05); n = 7 





Die qualitative Vitalitätsdarstellung ergab eine hohe Anzahl lebender MSC in allen Versuchsreihen. 
Die Wachstumsorientierung der MSC in Scaffoldkulturen folgte einer gerichteten Struktur innerhalb 
der Sehnenfasern, während in Monolayerkulturen eher eine zufällige und fischzugartige Orientierung 
zu beobachten war. Unter der Stimulation der Scaffoldkulturen im Bioreaktor und im Besonderen in 
entzündlicher Umgebung kam es zur Bildung von Zellaggregaten. Diese stellten sich in 
charakteristischer Weise an der Scaffoldoberfläche dar (Abbildung 10, B1 bis C3). 
Die quantitative Analyse toter Zellen ergab die Tendenz zur Erhöhung an Tag 3 in allen 
Versuchsreihen. Die Kontrollkulturen ohne inflammatorische Beeinflussung aller Versuchsreihen 
zeigten hierbei jedoch keine signifikanten Unterschiede. Der Effekt war generell in Scaffoldkulturen 
ausgeprägter, allerdings gab es keine signifikanten Unterschiede zwischen stimulierten und 
unstimulierten Scaffolds. Die dynamische Stimulation schien die Vitalität also nicht nachteilig zu 
beeinflussen. Es konnten jedoch unter dem Einfluss der entzündlichen Umgebung, vor allem in 
Scaffoldkulturen, ausgeprägte Auswirkungen auf die Zellvitalität beobachtet werden. So wurde an 
Tag 3 unter dem Einfluss von TNF-α-hoch und IL-1β-hoch kombiniert mit TNF-α-hoch die höchste 
Zahl an toten Zellen in unstimulierten Scaffoldkulturen an Tag 3 ermittelt. Ein signifikanter Anstieg 
von Tag 1 zu Tag 3 war unter dem Einfluss beider einzelner TNF-α sowie der hohen und niedrigen 
beider kombinierten IL-1β und TNF-α Konzentrationen zu beobachten (Abbildung 11), aber nicht 
unter dem Einfluss der Ko-Kultur mit Leukozyten (p < 0,05). In dynamisch stimulierten 
Scaffoldkulturen ergaben sich unter dem Einfluss der kombinierten hohen Konzentration von IL-1β 
und TNF-α und unter den unstimulierten Leukozyten signifikant höhere Zahlen toter Zellen an Tag 3 
(p < 0,05). Die Monolayerkulturen wiesen im Gegensatz dazu keine signifikanten Unterschiede auf. 
Es konnte außerdem kein Unterschied zwischen stimulierten und unstimulierten Leukozyten 
festgestellt werden (Abbildung 11). 





Abbildung 10: Lebend/Tot-Färbung modifiziert nach BRANDT et al 2018; Beispielhafte Darstellung der MSC 
Monolayerkultur (A1-A4), der unstimlierten Scaffoldkultur (B1-B4) und der dynamisch stimulierten Scaffoldkultur (C1-
C4) des Tag 3; A1 bis C1: IL-1β-hoch + TNF-α-hoch; A2 bis C2: IL-1β-niedrig + TNF-α-niedrig; A3 bis C3: Ko-Kultur 






Abbildung 11: Analyse toter Zellen modifiziert nach BRANDT et al 2018; Graphische Darstellung der Anzahl 
toter Zellen; Gruppen, die durch denselben Buchstaben markiert sind, unterscheiden sich signifikant voneinander; 
Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 und Tag 3; (p < 0,05); n = 7 




Mittels HE-Färbung wurde zunächst ein Überblick über die Anordnung von Zellen auf dem Scaffold 
gewonnen (Abbildung 12). Dabei konnte festgestellt werden, dass MSC nicht nur auf der manuell 
besiedelten Oberfläche, sondern auch auf der gegenüberliegenden Scaffoldseite gewachsen waren. 
Dies verstärkte sich an Tag 3 signifikant in der unstimulierten Scaffoldkultur unter dem Einfluss der 
einzelnen niedrigen Konzentration von IL-1β und TNF-α, sowie in der Kontrolle ohne entzündliche 
Beeinflussung (Abbildung 13; p < 0,05). Auch in der stimulierten Scaffoldkultur war ein signifikanter 
Anstieg der Zellanheftung an der unbesiedelten Oberfläche an Tag 3 ohne entzündliche Umgebung 
festzustellen (Abbildung 14; p < 0,05). Die hohen Konzentrationen der kombinierten Zytokine 
führten an Tag 3 allerdings zu einer signifikant schlechteren Zellanheftung an der 
gegenüberliegenden Oberfläche in beiden Scaffoldkuturen. Die Leukozyten-Ko-Kultur hatte hierauf 
keinen Einfluss. 
Es konnte weiterhin beobachtet werden, dass sich der Großteil der MSC, häufig sogar in mehreren 
Schichten, an der manuell besiedelten Seite anheftete. Auch hier lag ein signifikant negativer Einfluss 
auf die Verteilung der MSC unter dem kombinierten Einfluss von IL-1β-hoch und TNF-α-hoch an 
Tag 3 in beiden Scaffoldkulturen vor (Abbildung 13; Abbildung 14).  
Die Integration von MSC in das Scaffold wurde ebenfalls bewertet. Diese war in stimulierten 
Scaffoldkulturen mit inflammatorischer Stimulation tendenziell niedriger. Sie erhöhte sich hier 
allerdings signifikant an Tag 3 unter dem Einfluss der Leukozyten-Ko-Kultur (p < 0,05). Dies war in 
unstimulierten Scaffolds nur unter dem Einfluss der niedrigen IL-1β Konzentration zu beobachten 
(Abbildung 13). Im direkten Vergleich der Versuchsreihen konnte eine höhere Zellintegration der 
unstimulierten Scaffolds unter dem Einfluss der kombinierten Zytokine in geringen Konzentrationen 
am Tag 1 und 3 festgestellt werden. Generell lag eine höhere Zellintegration an beiden 
Untersuchungszeitpunkten in den unstimulierten Scaffoldkulturen vor (Abbildung 13). 
Des Weiteren wurde die Bildung von fokalen Zellaggregaten beobachtet, die ausschließlich in 
stimulierten Scaffoldkulturen auftraten. Dies wurde insgesamt häufiger unter dem Einfluss der 






Abbildung 12: Exemplarische Darstellung der HE-Färbung der unstimulierten und stimulierten 
Scaffoldkulturen Tag 3 modifiziert nach BRANDT et al 2018; Die obere Scaffoldseite zeigt die manuell besiedelte 
Seite; A1 bis A4: unstimulierte Schaffoldkuluren; B1 bis B4: stimulierte Scaffoldkulturen; A1 und B1: IL-1β-hoch und 
TNF-α-hoch; A2 und B2: IL-1β-niedrig und TNF-α-niedrig; A3 und B3: unstimulierte Leukozyten-Ko-Kultur (Leuko) 
A4 und B4: Kontrolle 




Abbildung 13: Graphische Darstellung der Score-Punkte der HE-Färbung der unstimulierten Scaffolds 
modifiziert nach BRANDT et al 2018; Darstellung als Boxplots; Gruppen mit den gleichen Buchstaben unterscheiden 
sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 und Tag 3; (p < 





Abbildung 14: Graphische Darstellung der Score-Punkte der HE-Färbung der stimulierten Scaffolds modifiziert 
nach BRANDT et al 2018; Darstellung als Boxplots; Gruppen mit den gleichen Buchstaben unterscheiden sich 
signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 und Tag 3; (p < 0,05); 
n = 7 
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5.4 Genexpression der muskuloskelettalen Marker 
5.4.1 Monolayerkultur 
Unter dem Einfluss der hohen Zytokinkonzentrationen konnte der größte Effekt auf die 
Genexpression festgestellt werden. Auffällig war weiterhin, dass die niedrigen Konzentrationen von 
IL-1β und TNF-α einzeln und kombiniert, besonders an Tag 3, bei den verschiedenen Spender-MSC, 
sehr starke Schwankungen der Genexpressionslevel hervorriefen. 
Die Col 1A2 Genexpression wurde unter dem Einfluss der hohen Zytokinkonzentrationen verringert. 
Dieser Effekt war an Tag 3 deutlicher zu beobachten. Die Leukozyten-Ko-Kultur hatte keinen 
signifikanten Einfluss auf die Col 1A2 Expression und es war ebenfalls kein Unterschied des 
Expressionslevels zwischen stimulierter und unstimulierter Leukozyten-Ko-Kultur zu beobachten 
(Abbildung 15). Der Vergleich des Einflusses von IL-1β-hoch kombiniert mit TNF-α-hoch und 
stimulierter Leukozyten-Ko-Kultur ergab eine signifikant niedrigere Col 1A2 Genexpression an Tag 
3 unter Zytokineinfluss (p < 0,05; Abbildung 15). 
Die Tendenz zur erniedrigten Genexpression unter dem Einfluss hoher Zytokinkonzentrationen, 
besonders an Tag 3, konnte auch bei Opn beobachtet werden (Abbildung 15). Es konnte weiterhin 
festgestellt werden, dass das Opn Expressionslevel an Tag 3 unter dem Einfluss von IL-1β-hoch 
einzeln und IL-1β-hoch mit TNF-α-hoch kombiniert im Vergleich zum Tag 1 signifikant sank (p < 
0,05). Im Kontrast dazu führte IL-1β-niedrig einzeln an beiden Untersuchungszeitpunkten zu einer 
signifikant höheren Genexpression, als IL-1β-hoch einzeln (p < 0,05). Auch die anderen niedrige 
Zytokinkonzentrationen führten zu einer höheren Opn Expression im Vergleich zu hohen 
Konzentrationen, jedoch nicht signifikant (Abbildung 15). Beide Leukozyten-Ko-Kulturbedingungen 
führten wiederum zu einem erhöhten Expressionslevel. Dies war zur Kontrolle unter dem Einfluss 
der unstimulierten Leukozyten signifikant erhöht (p < 0,05).  
Eine verringerte Genexpression, besonders an Tag 3, durch die Kultivierung mit IL-1β-hoch einzeln 
und TNF-α-hoch einzeln und beide kombiniert wurde auch bei den intrazellulären Molekülen Smad8, 
Mkx und Scx festgestellt. Die Smad8 Expression war an Tag 3 unter dem Einfluss von IL-1β-hoch 
einzeln und IL-1β-hoch mit TNF-α-hoch kombiniert signifikant zur Kontrolle verringert (Abbildung 
16; p < 0,05). Im Vergleich zu niedrigen Konzentrationen sank das Expressionslevel unter dem 
Einfluss der hohen Konzentrationen an beiden Untersuchungstagen ab und war unter dem Einfluss 
von IL-1β-hoch an Tag 3 signifikant niedriger (p < 0,05). Ähnliche Effekte konnten auch für die Mkx 
Expression beobachtet werden, waren jedoch nicht so stark ausgeprägt (Abbildung 16). Die Scx 
Genexpression folgte demselben Trend, ein signifikanter Unterschied zwischen den 
Untersuchungstagen trat jedoch nur unter dem Einfluss der hohen Kombination von IL-1β und TNF-
α auf. Die niedrige TNF-α Konzentration führte allerdings zwischen den Untersuchungszeitpunkten 
zu einer signifikant niedrigeren Scx Expression (Abbildung 16; p < 0,05). 
Interessanterweise hatten die Zytokine auf die TN-C Genexpression andere Effekte. So führte IL-1β 
im Vergleich zu den anderen intrazellulären Molekülen zu einem höheren und TNF-α zu einem 
niedrigeren Expressionslevel von Tn-C. Des Weiteren konnte beobachtet werden, dass die niedrigen 
Zytokinkonzentrationen, im Vergleich zu den hohen, nicht zu einem höheren Expressionsniveau von 




Die Leukozyten-Ko-Kulturen hatten im Vergleich zu den Zytokinen einen geringen Einfluss auf die 
Genexpression von Smad8, Mkx, Scx und Tn-C in der Monolayerkultur. Die unstimulierte Ko-Kultur 
führte aber an Tag 3 zu einer signifikanten Erniedrigung des Expressionslevels von Scx (p < 0,05; 
Abbildung 16). 
In Kontrast dazu führte besonders die Kultivierung mit hohen Zytokinkonzentrationen, vor allem an 
Tag 1, zu einer erhöhten Genexpression von Col 3A1 und Dcn (Abbildung 17). Diese war bei beiden 
Genen an Tag 1 signifikant zur Kontrolle, unter dem Einfluss der Kombination von IL-1β-hoch mit 
TNF-α-hoch, erhöht (p < 0,05). 
  




Abbildung 15: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der Monolayerkultur von Col 1A2, 
Opn, Tn-C modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative Genexpression von MSC in der 
entzündlichen Umgebung und sind als fold-change (FC) im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle (Line bei 1) dargestellt; 
Sterne (*) zeigen signifikante Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle; Gruppen mit den gleichen Buchstaben 
unterscheiden sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 





Abbildung 16: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der Monolayerkultur von Scx, 
Mkx, Smad8 modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative Genexpression von MSC in der 
entzündlichen Umgebung und sind als fold-change (FC) im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle (Line bei 1) dargestellt; 
Sterne (*) zeigen signifikante Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle; Gruppen mit den gleichen Buchstaben 
unterscheiden sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 
und Tag 3; (p < 0,05); n = 7; Extreme-Ausreißerwerte siehe 10.5.1 




Abbildung 17: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der Monolayerkultur von Col 3A1, 
Dcn modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative Genexpression von MSC in der entzündlichen 
Umgebung und sind als fold-change (FC) im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle (Line bei 1) dargestellt; Sterne (*) zeigen 
signifikante Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle; Gruppen mit den gleichen Buchstaben unterscheiden sich 
signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 und Tag 3; (p < 0,05); 




5.4.2 Unstimulierte Scaffoldkultur 
Auch die Genexpression der unstimulierten Scaffoldkulturen unterlag dem größten Effekt in 
Anwesenheit der hohen Zytokinkonzentrationen. Wieder konnten Schwankungen der 
Genexpressionslevel der verschiedenen Spender durch die niedrigen Konzentrationen von IL-1β und 
TNF-α einzeln und kombiniert hervorgerufen werden, waren jedoch im Vergleich zur 
Monolayerkultur weniger stark ausgeprägt. 
Die Col 1A2 und die Opn Genexpression wurden durch hohe Zytokinkonzentrationen einzeln und 
kombiniert verringert und waren teilweise signifikant zur Kontrolle, ohne entzündliche Umgebung, 
herabgesetzt (p < 0,05). Dieser Effekt war auch in verminderter Form unter dem Einfluss der 
niedrigen Konzentrationen von IL-1β und TNF-α einzeln und kombiniert zu beobachten (Abbildung 
18). Beide Expressionslevel waren außerdem im Vergleich zur Monolayerkultur auf einem 
niedrigeren Niveau. Die Ko-Kultur mit unstimulierten Leukozyten führte im Unterschied zur 
Monolayerkultur bei beiden Genen zu einem Abfall der Genexpression an Tag 3, mit signifikant 
erniedrigter Genexpression im Vergleich zur Kontrolle (p < 0,05). 
Die Genexpression der intrazellulären Moleküle Scx, Mkx und Smad8 wurde unter dem Einfluss von 
IL-1β-hoch und TNF-α-hoch einzeln und in Kombination herabgesetzt und war häufig signifikant zur 
Kontrolle erniedrigt (p < 0,05). Die unstimulierte Leukozyten-Ko-Kultur führte zu einem Abfall der 
Genexpression von Scx und Smad8 an Tag 3 und war im Vergleich zur Kontrolle signifikant 
verringert (Abbildung 19). Die Tn-C Genexpression wurde durch die Kultivierung mit IL-1β-hoch 
und IL-1β-hoch mit TNF-α-hoch kombiniert erhöht (Abbildung 18). 
Im Kontrast zu den Ergebnissen der Monolayerkultur war auch das Genexpressionslevel von Col 3A1 
und Dcn in Gegenwart der hohen Zytokinkonzentrationen niedriger. Darüber hinaus induzierte auch 
die Ko-Kultur mit unstimulierten Leukozyten eine Abnahme der Col 3A1 und Dcn Genexpression 
zwischen Tag 1 und Tag 3, was in der Monolayerkultur nicht festzustellen war (Abbildung 20). 




Abbildung 18: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der unstimulierten Scaffoldkultur 
von Col 1A2, Opn, Tn-C modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative Genexpression von MSC 
in der entzündlichen Umgebung und sind als fold-change (FC) im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle (Line bei 1) 
dargestellt; Sterne (*) zeigen signifikante Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle; Gruppen mit den gleichen Buchstaben 
unterscheiden sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 






Abbildung 19: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der unstimulierten Scaffoldkultur 
von Scx, Mkx, Smad8 modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative Genexpression von MSC in 
der entzündlichen Umgebung und sind als fold-change (FC) im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle (Line bei 1) 
dargestellt; Sterne (*) zeigen signifikante Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle; Gruppen mit den gleichen Buchstaben 
unterscheiden sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 
und Tag 3; (p < 0,05); n = 7; Extreme-Ausreißerwerte siehe 10.5.2 





Abbildung 20: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der unstimulierten Scaffoldkultur 
von Col 3A2, Dcn modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative Genexpression von MSC in der 
entzündlichen Umgebung und sind als fold-change (FC) im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle (Line bei 1) dargestellt; 
Sterne (*) zeigen signifikante Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle; Gruppen mit den gleichen Buchstaben 
unterscheiden sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 




5.4.3 Stimulierte Scaffoldkultur 
Die inflammatorische Umgebung schien die musuloskelettale Genexpression in stimulierten 
Scaffoldkulturen geringgradiger als in Monolayer- und unstimulierten Scaffoldkulturen zu 
beeinflussen. Trotzdem konnte unter dem Einfluss der hohen Zytokinkonzentrationen ein ähnlicher 
Trend zur niedrigeren Genexpression beobachtet werden. 
Die Col 1A2 und Opn Genmarker sowie die intrazellulären Marker Scx, Mkx und Smad8 wurden 
durch IL-1β-hoch und TNF-α-hoch einzeln und in Kombination niedriger exprimiert. Unterschiede 
der Genexpression zwischen Tag 1 und Tag 3 wurden am häufigsten unter dem Einfluss von IL-1β-
niedrig mit TNF-α-niedrig kombiniert beobachtet (Abbildung 21). 
Unter dem Einfluss der Leukozyten-Ko-Kultur konnte eine signifikant niedrigere Genexpression 
zwischen Tag 1 und Tag 3 bei Opn und Smad8 beobachtet werden (p < 0,05). Außerdem kam es an 
Tag 3 unter dem Einfluss der Leukozyten zu einer erniedrigten Scx Genexpression im Vergleich zur 
Kontrolle (p < 0,05). 
Die Dcn und Col 3A1 Genexpression war an Tag 3 in der dynamisch stimulierten Scaffoldkultur 
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Abbildung 21: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der stimulierten Scaffoldkultur von 
Col 1A2, Opn, Scx, Mkx, Smad8, Tn-C modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative 
Genexpression von MSC in der entzündlichen Umgebung und sind als fold-change (FC) im Vergleich zur jeweiligen 
Kontrolle (Line bei 1) dargestellt; Sterne (*) zeigen signifikante Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle; Gruppen mit 
den gleichen Buchstaben unterscheiden sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante 





Abbildung 22: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der stimulierten Scaffoldkultur von 
Col 3A1, Dcn modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative Genexpression von MSC in der 
entzündlichen Umgebung und sind als fold-change (FC) im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle (Line bei 1) dargestellt; 
Sterne (*) zeigen signifikante Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle; Gruppen mit den gleichen Buchstaben 
unterscheiden sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 
und Tag 3; (p < 0,05); n = 7; Extreme-Ausreißerwerte siehe 10.5.3 
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5.4.4 Vergleichende Analyse der Versuchsreihen 
Das Expressionsverhältnis von Col 1A2, Scx und Tn-C wurde bereits beschrieben, um gesundes 
Sehnengewebe zu charakterisieren (TAYLOR et al. 2009). In der vorliegenden Arbeit konnte dieses 
gefunden werden. Es lag eine hohe Col 1A2, mittlere Scx und niedrige aber deutliche Tn-C 
Expression zu beiden Untersuchungszeitpunkten vor. Dieses Verhältnis war in der Scaffoldkultur 
deutlicher als in der Monolayerkultur nachzuvollziehen (Abbildung 23; oben). Unter dem Einfluss 
der entzündlichen Umgebung wurde das Expressionsverhältnis jedoch stark beeinträchtigt. Es kam 
sowohl an Tag 1 als auch an Tag 3 zu einer deutlichen Veränderung der Proportionen aller drei Gene 
(Abbildung 23; unten). Diese Veränderung wurde aber vor allem beim Vergleich von Scx und Tn-C 
deutlich. 
 
Das Expressionsverhältnis von Col 1A2 zu Col 3A1 ist in gesundem Sehnengewebe im Vergleich zu 
geschädigtem oder heilendem Gewebe erhöht und gilt deshalb als Marker für gesundes 
Sehnengewebe. Beim Vergleich dieses Expressionsverhältnisses der Kontrollen ohne entzündliche 
Beeinflussung aller 3 Versuchsreihen konnte ein vermindertes Verhältnis bei stimulierten 
Scaffoldkulturen beobachtet werden. Die Gegenwart der Entzündungsfaktoren führte jedoch an Tag 
1 und an Tag 3 zu einem stärkeren Abfall dieses Verhältnisses in stimulierten Scaffoldkulturen, 
allerdings nicht signifikant (Abbildung 24). 
 
Die berechneten Ratios der Kontrollen, ohne entzündliche Beeinflussung aller Versuchsreihen, sind 
in Abbildung 25 und 26 dargestellt. Beim Vergleich dieser konnten die, in den oberen Abschnitten 
genannten Unterschiede weiterhin bestätigt werden. So führte die Umgebung der Sehnenscaffolds zu 
einem Anstieg der Genexpression von Col 3A1, Dcn und Opn (Abbildung 25; Abbildung 26; p < 
0,05). Im Gegensatz dazu war das Expressionslevel der intrazellulären Moleküle Mkx und Smad8, 
besonders an Tag 3, in Anwesenheit der Scaffolds niedriger als in der Monolayerkultur. Dieser 







Abbildung 23: Grafische Darstellung der Genexpression von Collagen 1A2, Scleraxis, Tenascin-C als Ratio 
modifiziert nach BRANDT et al 2018; Oben: Boxplots des Verhältnisses der Kontrollen der Versuchsreihen 1,2,3; 
Unten: Boxplots des Verhältnisses der stimulierten Scaffoldkultur unter dem Einfluss der entzündlichen Umgebung;  
n = 7 
Abbildung 24: Grafische Darstellung des Verhältnisses von Col 1 und Col 3 modifiziert nach BRANDT et al 
2018; Links: Boxplots des Verhältnisses der Kontrollen der Versuchsreihen 1, 2, 3; Rechts: Boxplots des Verhältnisses 
der stimulierten Scaffoldkultur unter dem Einfluss der entzündlichen Umgebung; n = 7 




Abbildung 25: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der Kontrollen der 
Versuchsreihen 1, 2, 3 von Col 1A2, Opn, Scx, Mkx, Smad8, Tn-C modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots 
zeigen die relative Genexpression von MSC in der entzündlichen Umgebung als Ratio; Gruppen mit den gleichen 
Buchstaben unterscheiden sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede 





Abbildung 26: Grafische Darstellung der muskuloskelettalen Genexpression der Kontrollen der 
Versuchsreihen 1, 2, 3 von Col 3A1, Dcn modifiziert nach BRANDT et al 2018; Boxplots zeigen die relative 
Genexpression von MSC in der entzündlichen Umgebung als Ratio; Gruppen mit den gleichen Buchstaben unterscheiden 
sich signifikant voneinander; Das Rautenzeichen (#) markiert signifikante Unterschiede zwischen Tag 1 und Tag 3; (p < 
0,05); n = 7 
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5.5 Tripotente Differenzierung 
5.5.1 Adipogene Differenzierung 
Die vergleichende Bestimmung der Zellfläche zeigte eine signifikant negative Beeinflussung des 
Zellwachstums unter dem Einfluss der hohen Zytokinkonzentration der Kombination aus IL-1β mit 
TNF-α und IL-1β-hoch einzeln (p < 0,05). Diese Wachstumshemmung wurde durch die 
vergleichende Analyse mit der Kontrolle, die ohne die Zugabe der Zytkoine kultiviert wurde, deutlich 
(Abbildung 27; A1 bis C1). Die positive Anfärbung der Fettvakuolen, mittels Oil Red O Färbung, 
gelang aber in allen untersuchten Proben. Jedoch schien auch hier die Kombination aus IL-1β-hoch 
und TNF-α-hoch einen negativen Einfluss auf die adipogene Differenzierung zu haben. Dies zeigte 
sich durch den erniedrigten Quotienten zwischen Oil Red O und Hämatoxylin (Abbildung 27 








Abbildung 27: Adipogene Differenzierung modifiziert nach BRANDT et al 2018; Beispielhafte Darstellung der Oil 
Red O- und Hämatoxylin-Färbung und grafische Darstellung der Zellfläche sowie das Verhältnis von Oil Red O zu 
Hämatoxylin als Maß für die Akkumulation von intrazellulären Lipidvakuolen; A1 bis A4: IL-1β-hoch + TNF-α-hoch; 
B1 bis B4: IL-1β-niedrig + TNF-α-niedrig; C1 bis C4: Kontrolle; Die erste Spalte zeigt die Originalbilder (A1 bis C1); 
Die zweite Spalte zeigt die helligkeitskorrigierten Bilder und die zur Auswertung genutzten Bereiche, welche durch eine 
rote Linie markiert sind (A2 bis C2); In Spalte drei und vier werden die durch die Color Deconvolution getrennten 
Farbkanäle gezeigt; Oil Red O (A3 bis C3) und Hämatoxylin (A4 bis C4); Gruppen, die durch denselben Buchstaben 
markiert sind, unterscheiden sich signifikant voneinander; (p < 0,05); n = 5 
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5.5.2 Chondrogene Differenzierung 
Zunächst sollte die Größe der Zellpellets bestimmt werden (Abbildung 28). Dabei konnten der 
Auswertung unter dem Einfluss von IL-1β-hoch und TNF-α-hoch einzeln bei 2 Spendertieren und 
unter dem Einfluss von IL-1β-hoch mit TNF-α-hoch kombiniert bei 3 Spendertieren keine Pellets 
zugeführt werden. Der Grund dafür war eine Auflösung der Pellets während der Kultivierung, bzw. 
Pellets von zu geringer Größe für die Fixierung. 
Die erhaltenen Pelletgrößen waren in allen Gruppen mit hohen Zytokinkonzentrationen (IL-1β, TNF-
α und beide Zytokine kombiniert) signifikant kleiner (Abbildung 28 Diagramm links; p < 0,05). Des 
Weiteren war der Anteil der durch Alzian Blau gefärbten sauren Mucopolysaccaride signifikant am 
geringsten unter dem Einfluss von IL-1β-hoch einzeln oder in Kombination mit TNF-α-hoch, was auf 
eine geringere Bildung von Knorpelmatrix hinwies (Abbildung 28 Diagramm rechts; p < 0,05). 
Zusammenfassend war die chondrogene Differenzierung in der Pelletkultur in Gegenwart der 










Abbildung 28: Chondrogene Differenzierung modifiziert nach BRANDT et al 2018; Beispielhafte Darstellung der 
Alzian Blau- und Nuclear Fast Red-Färbung und grafische Darstellung der Pellet-Zellfläche sowie das Verhältnis von 
Alzian Blau zu Nuclear Fast Red als Maß für die Knorpelmatrixablagerung; A1 bis A4: IL-1β-hoch + TNF-α-hoch; B1 
bis B4: IL-1β-niedrig + TNF-α-niedrig; 
C1 bis C4: Kontrolle; Die erste Spalte zeigt die Originalbilder (A1 bis C1); Die zweite Spalte zeigt die 
helligkeitskorrigierten Bilder und die zur Auswertung genutzten Bereiche, welche durch eine rote Linie markiert sind (A2 
bis C2); In Spalte drei und vier werden die durch die Color Deconvolution getrennten Farbkanäle gezeigt; Alzian Blau 
(A3 bis C3) und Nuclear Fast Red (A4 bis C4); Gruppen, die durch denselben Buchstaben markiert sind, unterscheiden 
sich signifikant voneinander; (p < 0,05); n = 7 
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5.5.3 Osteogene Differenzierung 
Generell konnte ein osteogenes Differenzierungspotential in allen Gruppen nachgewiesen werden. 
Die Zytokine hatten einen unterschiedlich starken Einfluss auf die osteogene Syntheseleistung der 
MSC (Abbildung 29; A bis C). So war im Gegensatz zur adipo- und chondrogenen Differenzierung 
in der Gegenwart der Kombination von IL-1β-hoch mit TNF-α-hoch die Synthese der mineralisierten 
osteogenen Matrix signifikant erhöht, was sich in einer geringeren Helligkeit der zuvor 
aufgenommenen Bilder der von Kossa-Färbung wiederspiegelte (Abbildung 29; Diagramm; p < 
0,05). Die Kontrolle ohne inflammatorische Beeinflussung wies die geringsten Ablagerungen und 
somit eine erhöhte Helligkeit der Bilder auf (Abbildung 29; C). 
 
  
Abbildung 29: Osteogene Differenzierung modifiziert nach BRANDT et al 2018; Beispielhafte Darstellung der von 
Kossa-Färbung und grafische Darstellung der mittleren invertierten Helligkeit als Maß für die Ablagerung von 
mineralisierter Matrix; A:IL-1β-hoch + TNF-α-hoch; B: IL-1β-niedrig + TNF-α-niedrig; C: Kontrolle; Gruppen, die durch 





Das wesentliche Ziel der vorliegenden Arbeit war die Untersuchung der Auswirkungen einer 
entzündungsähnlichen Umgebung auf funktionelle und tenogene Eigenschaften von MSC in einem 
in vitro Modell. Erstmalig gelang es, den Einfluss von IL-1β und TNF-α in unterschiedlichen 
Konzentrationen sowie den Einfluss einer direkten Leukozyten-Ko-Kultur in einem dynamischen 
dreidimensionalen Zellkulturmodell zu analysieren und so den künstlichen Charakter der 
Standardzellkultur zu überwinden. Einige der im Rahmen des Versuchs aufgestellten Hypothesen 
konnten bestätigt werden, andere wurden widerlegt. 
In den folgenden Abschnitten sollen die im in vitro Modell verwendeten Methoden und Ergebnisse 
der Studie diskutiert werden. 
 
6.1 Diskussion der verwendeten Methoden 
Die für den Versuch ausgewählten MSC wurden aus dem Fettgewebe verschiedener Spendertiere 
unterschiedlichen Alters, Geschlechts und Rasse isoliert. Die maximale Altersgrenze der Spender 
wurde auf zwölf Jahre beschränkt, da in humanmedizinischen Studien eine negative Korrelation 
zwischen dem Alter des Spenders und der Expansions- und Differenzierungsfähigkeit sowie anderer 
charakteristischer Eigenschaften von AT-MSC beschrieben wurde (CHOUDHERY et al. 2014; ALT 
et al. 2012). Die bewusste Entscheidung zur Verwendung von AT-MSC, wurde auf Grund der 
einfacheren Entnahmetechnik und der, in der Arbeitsgruppe bereits etablierten labortechnischen 
Fertigkeit mit deren Umgang getroffen (GITTEL et al. 2013). Des Weiteren wurden sie infolge ihres 
enormen Proliferationspotentials und einer kürzeren Verdopplungszeit gegenüber anderen MSC-
Quellen bevorzugt, da für den Versuch pro Spender ca. 50 Mio. MSC benötigt wurden. Auch andere 
Eigenschaften waren für diesen Versuch von Vorteil. So zeigten AT-MSC in einer Studie von BURK 
et al. (2013) ein zuverlässiges tripotentes Differenzierungspotential und in einer Studie von MELIEF 
et al. (2013) bessere immunmodulatorische Kapazitäten als BM-MSC. 
Um eine 3D-Zellkultur zu verwirklichen, wurden Sehnenscaffolds aus der equinen OBS gewonnen. 
Zur Erforschung des Zusammenspiels von equinen AT-MSC und den natürlichen Komponenten der 
extrazellulären Sehnenmatrix sowie der dynamischen Kultivierung, kam diese Methode den in vivo 
Vorgängen am nächsten. Des Weiteren handelt es sich bei dieser Art von Scaffold um ein natürliches, 
dreidimensionales Gerüst, sodass die Art der Wiederbesiedlung, des Wachstums und der 
Zellvermehrung von MSC Rückschlüsse auf ihre in vivo Distribution zulassen. Die equine OBS gilt 
auf Grund der pathophysiologischen Vorgänge als natürliches Modell für Sehnenerkrankungen und 
ist demnach als Forschungsgrundlage bestens geeignet (PATTERSON-KANE et al. 2012). Um ein 
zytokompatibles, möglichst zellfreies Scaffold zu erhalten, wurde ein von der Arbeitsgruppe bereits 
publiziertes und etabliertes Dezellularisierungsprotokoll auf die großen nativen OBS angewendet 
(ROTH et al. 2017). Es konnte im Vorfeld festgestellt werden, dass trotz effektiver Dezellularisierung 
noch etwa 1 % Rest-Zellkerne und etwa 20 % Rest-DNA nachzuweisen waren (BURK et al. 2014a). 
Da alle OBS für diesen Versuch nach dem gleichen standardisierten Protokoll gewonnen und 
dezellularisiert wurden, konnte dies jedoch vernachlässigt werden. Allerdings hing die Qualität der 
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verwendeten Scaffolds auch von der Sehne ab. So wurde schon bei der Entnahme darauf geachtet, 
dass keine Verletzungen, Brüche oder Entzündungen der Gliedmaße vorlagen, da diese einen Einfluss 
auf die Eigenschaften der Sehne haben können. Trotz dessen konnten gewisse Variationen der 
Gewebequalität auf Grund des unterschiedlichen Alters, Geschlechts und der Rasse sowie 
Nutzungsart der Spender nicht ausgeschlossen werden. Der Zuschnitt der Scaffolds erfolgte mittels 
Gefriermikrotom in einer Schnittdicke von 300 µm. Trotz standardisiertem Protokoll konnten 
Variationen in der Scaffolddicke festgestellt werden (siehe 5.3), die sich mit der unterschiedlichen 
Gewebequalität der Scaffolds erklären lassen. Da es sich um biologisches Material handelte, war dies 
zu erwarten. Um mögliche Abweichungen auf ein Minimum zu reduzieren, wurden die Scaffold 
immer vom gleichen Experimentator zugeschnitten und sowohl die unstimulierten als auch die 
stimulierten Scaffolds aus der gleichen OBS gewonnen. Die Verwendung von 300 µm dicken 
Sehnenscaffolds ist mit den Ergebnissen der Studie von QIN et al. (2012) zu argumentieren. Ziel war 
es mechanische Eigenschaften von Sehnenscaffolds unterschiedlicher Dicke unter dem Einfluss 
verschiedener Belastungen zu vergleichen. Es konnte gezeigt werden, dass speziell Scaffolds mit 
einer Dicke von 300 µm eine ähnliche Reißfestigkeit und Elastizität wie intakte Sehne aufwiesen. 
Des Weiteren konnten BM-MSC bis zu zwei Wochen auf diesen Scaffolds kultiviert werden. Nach 
der Durchführung von Ermüdungstests konnte weiterhin festgestellt werden, dass eine Verformung 
von <5 % nicht zur Veränderung der mechanischen Eigenschaften der Sehnenscaffolds führte. 
 
Das in der vorliegenden Arbeit verwendete Bioreaktorsystem wurde speziell für diesen Versuch 
angefertigt und ermöglichte es, zur gleichen Zeit insgesamt drei besiedelte Scaffolds unter gleichen 
Bedingungen zu dehnen. Es bot den Vorteil zur gleichzeitigen Versuchsdurchführung mit drei 
technischen Replikaten. Nichtsdestotrotz stellt eine größere Stresskammer die Option zur 
Versuchsausdehnung und Anfertigung einer höheren Anzahl von technischen Replikaten dar. 
Die Konstruktion des Bioreaktors ermöglichte eine Inkubation zu den, für MSC optimalen 
Bedingungen, im Brutschrank und war zusätzlich autoklavierbar. Die dünnen mit MSC besiedelten 
Scaffolds konnten optimal in die dafür vorgesehene Vorrichtung eingespannt und nach dem bereits 
etablierten Stimulationsmuster gedehnt werden (BURK et al. 2016). Die Dehnung der Scaffolds 
erfolgte um 2 % ihrer Länge mit der Frequenz von 1 Hz, angelehnt an die Belastung, die im Schritt 
auf die OBS des Pferdes wirkt (DOWLING und DART 2005). Zur Ausübung dieser konnte der Motor 
eine Schubkraft von 1 kN aufwenden. In anderen Arbeiten wurden bereits ähnliche Zug-Regime 
angewendet, um die tenogene Differenzierung von MSC erfolgreich zu induzieren (ALTMAN et al. 
2002a; KUO und TUAN 2008; DIEDERICHS et al. 2010; YOUNGSTROM et al. 2015). Nach der 
zyklischen Dehnung im Bioreaktor wurden die Scaffolds in entspanntem Zustand für 24 Stunden 
kultiviert. Die bereits im Vorfeld dieser Arbeit evaluierte Zellkonzentration von 300.000 Zellen pro 
cm² (ROTH et al. 2018) wurde mittels Trypan Blau-Färbung gezählt. Somit wurde sichergestellt, dass 
die gleiche Anzahl lebender Zellen auf die Scaffolds aufgebracht wurde. Durch die dreitägige 
Inkubation konnte auch das Anwachsen von Zellen auf dem Scaffold gewährleistet werden. Dies 
wurde in Vorstudien mit Hilfe der Lebend/Tot- und HE-Färbung überprüft. Um zu untersuchen, ob 




exemplarisch nach einer Zentrifugation, mittels Trypan Blau-Färbung, mikroskopisch untersucht. Es 
konnten weder tote noch lebende MSC gefunden werden.  
 
Um den Einfluss einer entzündungsähnlichen Umgebung im 3D-Zellkulturmodell nachzuahmen, 
wurden Zytokine und Leukozyten in verschiedenen Versuchsreihen genutzt. 
Bei der initialen Sehnenverletzung kommt es zu Faserzerreißungen, welche mit Blutungen 
einhergehen. Dies führt zur Bildung eines Hämatoms und wird auch als hämorrhagische 
Heilungsphase bezeichnet (SCHULZE-TANZIL et al. 2011). Nachfolgend kommt es durch die 
Aktivierung der Gerinnungskaskade und Aggregation der Blutplättchen zur Chemotaxis von 
Leukozyten, darunter Neutrophile Granulozyten und Lymphozyten. Diese produzieren eine Reihe 
verschiedener Wachstumsfaktoren und Zytokine. Die IL-1β Expression konnte in dieser Phase in 
einer Studie von BERGLUND et al. (2007) nachgewiesen werden. Auch TNF-α scheint in dieser 
frühen Phase beteiligt zu sein, was in einem Modell zur Heilung von Achillessehnen-Ruptur der Ratte 
von ELIASSON et al. (2009) nachgewiesen werden konnte. Diese Prozesse leiten die entzündliche 
Heilungsphase der Sehne ein, welche 1 bis 3 Tage andauert (ABATE et al. 2009). Im nachfolgenden 
Verlauf der Sehnenheilung dominieren Makrophagen, die das nekrotische Gewebe durch 
Phagozytose entfernen. 
Des Weiteren wird Zytokinen eine wichtige Rolle in der Regulierung der zellulären Differenzierung 
und Aktivität von residualen Zellen der Sehne zugeschrieben (EVANS 1999). 
Auf Grund dieser komplexen Zusammenhänge erfolgte die Untersuchung einer Auswahl der 
dominanten Entzündungsfaktoren in der vorliegenden Arbeit. Da es in der akuten Phase der 
Entzündung zu einer starken Freisetzung von Zytokinen kommt, war ihr Einfluss auf MSC von 
besonderem Interesse. Dabei sind nach SCHULZE-TANZIL et al. (2011) und D'ADDONA et al. 
(2017) besonders die proinflammatorischen Zytokine IL-1β und TNF-α von Bedeutung. Nach STRIZ 
et al. (2014) gehören die Mitglieder der IL-1 Familie zu den potentesten Zytokinen der angeborenen 
Immunität. Um Konzentrationen für den Versuch festzulegen, mussten verschiedene, zum Teil 
humanmedizinische, Studien verglichen werden, da keine aktuellen Daten für tatsächlich gemessene 
Zytokinkonzentrationen in der equinen OBS, weder in unversehrtem noch pathologischen Zustand, 
vorhanden sind. Aus diesem Grund wurden zum einen die hohe, experimentelle Konzentration von 
10 ng/ml IL-1β und 50 ng/ml TNF-α verwendet, die in vivo nicht gemessen werden können. Diese 
wurden bereits in anderen Studien zur Stimulation von MSC eingesetzt (ZHANG et al. 2015; 
POURGHOLAMINEJAD et al. 2016; LU et al. 2016; JIN et al. 2016). Zum anderen wurden niedrige 
Konzentrationen von 0,01 ng/ml IL-1β und 0,1 ng/ml TNF-α verwendet, die bereits im Peritendineum 
und Serum von Patienten mit Achillessehnenruptur sowie chronischen Achillessehnenerkrankungen 
in der Humanmedizin ermittelt wurden (OSTROWSKI et al. 1999; ACKERMANN et al. 2013; 
GAIDA et al. 2016). Die Auswirkungen der Zytokine wurden in der Monolayer- und unstimulierten 
Scaffoldkultur sowohl einzeln, als auch in Kombination untersucht. Da nur ein Bioreaktor zur 
Verfügung stand, wurde auf Grund der zeitlichen Einschränkung des Versuchs in der Versuchsreihe 
3 nur die Kombination beider Zytokine in der hohen als auch niedrigen Konzentration untersucht, da 
dieser für insgesamt sieben biologische Replikate wiederholt werden sollte. Die Zytokine wurde nur 
einmal zu Beginn des Versuchs an Tag 0 zu den Versuchsreihen direkt ins Medium gegeben. Der 
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Hersteller konnte auf Grund der biochemischen Eigenschaften der Zytokine keine Angaben zur Dauer 
ihrer Aktivität machen. Bei einer längeren Versuchsdauer sollte demnach bei einem Mediumwechsel 
die erneute Zugabe der Zytokine erfolgen. In dieser Arbeit sollten allerdings die in vivo Bedingungen 
der akuten Entzündungsreaktion nachgeahmt werden. Deshalb wurde die Versuchsdauer auf drei 
Tage beschränkt und die Untersuchungszeitpunkte an Tag 1 und Tag 3 bestimmt. 
 
An der akuten Entzündungsreaktion der Sehne sind verschiedene Leukozytensubpopulationen 
beteiligt (CHBINOU und FRENETTE 2004). Diese wandern vor allem an den ersten drei Tagen der 
Entzündung in das geschädigte Gewebe ein und produzieren eine Reihe von Wachstumsfaktoren und 
Zytokinen. Die für diese Arbeit verwendeten Leukozyten wurden aus dem Vollblut eines Spendertiers 
gewonnen (N08/17 Landesdirektion Leipzig) und sollten den natürlichsten entzündlichen Stimulus 
darstellen. Hierbei handelte es sich nicht nur um eine Ko-Kultur mit peripheren mononukleären 
Leukozyten, da Granulozyten inkludiert waren. Es wurde dazu ein spezielles Leuko-Spin Medium 
der Firma Pluriselect zur Dichtegradientenzentrifugation entwickelt. Die Lebensfähigkeit der 
isolierten Leukozyten wurde vor der Zugabe zu den Versuchsreihen durch die Zellzählung in Trypan 
Blau-Färbung überprüft. Das Spendertier wurde über den gesamten Versuchszeitraum zu den 
gleichen Bedingungen in der Klinik für Pferde der Veterinärmedizinischen Fakultät der Universität 
Leipzig gehalten, um die Änderung äußerer Einflüsse auf das Immunsystem des Tieres zu 
minimieren. Die Blutentnahme wurde immer zur gleichen Uhrzeit durchgeführt. In einer Studie von 
SCHNABEL et al. (2015) wurde das Blut von 24 gesunden Pferden unterschiedlichen Geschlechts, 
Alters und Rasse auf eine Variation ausgewählter Leukozytenparameter zu unterschiedlichen 
Tageszeiten untersucht. Dabei konnte festgestellt werden, dass der Zeitpunkt der Entnahme sowohl 
die Zusammensetzung als auch die Morphologie der Leukozyten beeinflusst. Die zeitliche 
Komponente konnte in dieser Arbeit durch die Einhaltung des Protokolls minimiert werden. 
Die Leukozyten wurden nach der Zellzählung in einer direkten Ko-Kultur zu den MSC gegeben. Das 
Verhältnis von MSC zu Leukozyten betrug 1:10 und wurde so auch in anderen Studien angewendet 
(PRASANNA et al. 2010; HEGYI et al. 2012; RIBEIRO et al. 2013; THOMAS et al. 2014). Auf 
Grund dessen wurde eine große Anzahl von Leukozyten benötigt. Um das Spendertier so selten wie 
möglich der Blutentnahme zu unterziehen, wurde auf die Zugabe von Leukozyten zur Untersuchung 
der tripotenten Differenzierung verzichtet. Hierfür wäre die erneute Zugabe von Leukozyten dreimal 
pro Woche über einen Zeitraum von acht Monaten nötig gewesen.  
Die Aktivierung der Leukozyten wurde mit Concanavalin A durchgeführt, um die Produktion und 
Ausschüttung von proinflammatorischen Zytokinen zu erhöhen (BURK et al. 2018). Dies führte 
gegen die Erwartungen nicht zu signifikanten Unterschieden in den Ergebnissen. Im Rückschluss 
kann man davon ausgehen, dass nicht nur die Ausschüttung von Zytokinen, sondern auch andere 
lösliche Faktoren und Zell-Zell-Kontakte eine Rolle bei der Interaktion von Leukozyten mit MSC 
spielen, die weitergehend untersucht werden müssen.  
Abschließend muss angemerkt werden, dass in der vorliegenden Arbeit nur der Einfluss von 
ausgewählten Entzündungsfaktoren untersucht werden konnte. Auf Grund der Vielfalt von 
Zytokinen, Wachstumsfaktoren und Komplementfaktoren, welche an der akuten Entzündung 




Die zur Auswertung der Ergebnisse ausgewählten Methoden stellten teilweise eine Herausforderung 
dar. Die automatisierte Auswertung der aufgenommenen Bilder bot den Vorteil einer einheitlichen 
und objektiven Bewertung der Ergebnisse. Allerdings konnte die quantitative Auswertung der 
Lebend/Tot-Färbung auf Grund der hohen Varianz der Bilder und der Morphologie der lebenden 
Zellen in allen Versuchsreihen nur für tote Zellen durchgeführt werden. Um dem im nächsten Versuch 
vorzubeugen, sollte im Vorfeld des Experiments ein Protokoll zur Aufnahme der Bilder erstellt 
werden, um die Variation der Belichtungszeit und -intensität auf ein Minimum zu reduzieren. Es 
waren weiterhin Unterschiede in der Beschaffenheit und Faserqualität der Sehnenscaffolds in der HE-
Färbung zu beobachten. So konnten, wie bereits erwähnt, Unterschiede in der Schnittdicke, 
festgestellt werden. Des Weiteren wurden auch Abschnitte mit lockerem Bindegewebe innerhalb der 
Sehnenscaffolds gefunden, in denen sich MSC vermehrt anlagerten. Dies war auf die natürliche 
Zusammensetzung der Sehnen zurückzuführen und zeigte die biologische Varianz der Scaffolds.  
Des Weiteren wurde im Vorfeld der Arbeit ein Protokoll zur RNA-Aufarbeitung aus Sehnenscaffolds 
etabliert, um den Erfolg zu bestätigen und die Reinheit der RNA zu überprüfen. Es wurden 
vergleichend die RNA-Konzentrationen in nativen, dezellularisierten und manuell besiedelten 
Scaffolds vergleichend untersucht. Im Ergebnis konnte der RNA-Gehalt in dezellularisierten 
Sehnenscaffolds vernachlässigt werden (< 1 µg). 
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6.2 Diskussion der Ergebnisse  
Vor allem in der frühen Entzündungsphase der Sehnenheilung kommt es in hohem Maß zur 
Ausschüttung von proinflammatorischen Zytokinen. In einer Studie von MANNING et al. (2014) 
wurden nach der Durchtrennung von caninen Beugesehnen die frühe entzündliche Phase der 
Sehnenheilung charakterisiert. Dazu wurde die Entzündungsreaktion über neun Tage analysiert. Es 
konnte eine zeitliche Veränderung der beteiligten Immunzellpopulationen und der Genexpression von 
Entzündungs- und Matrix-assoziierten Faktoren festgestellt werden. Als dominantester Zelltyp 
stellten sich periphere mononukleäre Zellen (PBMC) heraus und die proinflammatorischen Zytokine 
IL-1β und TNF-α waren stark erhöht. Der stärkste Effekt wurde bei IL-1β gefunden. Dies war 4000x 
hochreguliert. Die Entzündungsreaktion ist ein notwendiger Prozess der Sehnenheilung. Die hohen 
Konzentrationen der Zytokine können jedoch zu Gewebeschäden führen, den Heilungsprozess 
beeinträchtigen und müssen somit bei Behandlungsansätzen ihre Beachtung finden. Die Frage der 
vorliegenden Arbeit bezog sich nun auf den Einfluss der entzündlichen Umgebung auf die 
Eigenschaften der MSC. Es konnte gezeigt werden, dass eine entzündliche Umgebung einen 
wichtigen Einflussfaktor bezüglich des Phänotyps, Proliferationspotentials und 
Genexpressionsprofils von MSC darstellt. 
 
Bei der Betrachtung der Morphologie der MSC unter inflammatorischem Einfluss konnten im 
Vergleich zur Kontrolle in der Monolayerkultur besonders an Tag 1 Veränderungen festgestellt 
werden. Wurden die Zellen ohne Zytokinzugabe kultiviert, wiesen sie ein spindelförmiges, schlankes 
Erscheinungsbild auf. Unter dem Einfluss der Zytokine und Leukozyten war eine Abflachung des 
Zellkörpers und die Ausbildung zusätzlicher Zellfortsätze zu beobachten. Des Weiteren führten 
besonders die hohen Konzentrationen der Zytokine zu einem Anstieg der Verdopplungszeit und der 
Proliferation, gemessen anhand der Konfluenz des Monolayers.  
Auch in anderen Studien konnten morphologische Veränderungen von MSC unter dem Einfluss 
proinflammatorischer Zytokine und Leukozyten-Ko-Kulturen beobachtet werden. So stellten CROP 
et al. (2010) eine Vergrößerung des Zelldurchmessers der im Experiment verwendeten humanen AT-
MSC unter dem Einfluss von Interferon-γ (IFN-γ), TNF-α und IL-6 sowie PBMC fest. Allerdings 
verringerte sich die Konfluenz des Zellrasens in dieser Studie unter dem Einfluss der Zytokine und 
unter dem Einfluss der PBMC bildeten sich sternförmige Zellaggregate. PRASANNA et al. (2010) 
konnten unter dem Einfluss von IFN-γ größere Zellen mit einem höheren Anteil von Zytoplasma und 
einer abgeflachten, unregelmäßigen Zellform beobachten. Eine Proliferationssteigerung war nur 
unter dem Einfluss von TNF-α zu beobachten. Allerdings wurde in keiner dieser Studien der Einfluss 
von IL-1β untersucht. Parallelen können nichtsdestotrotz gezogen werden, da die inflammatorische 
Umgebung in jedem Fall Auswirkungen auf die Morphologie der untersuchten MSC hatte. Auch der 
proliferative Effekt von IL-1β konnte bereits von TSUZAKI et al. (2003) beschrieben werden und 
erklärt somit den signifikanten Anstieg der Konfluenz in der Monolayerkultur.  
Morphologische Veränderungen konnten weiterhin in den Scaffoldkulturen festgestellt werden. 
Sowohl in der histologischen als auch der Auswertung der Lebend/Tot-Färbung waren Änderungen 




beobachten. So wich die scheinbar orientierungslose und fischzugartige Anordnung der MSC der 
Monolayerkultur in Anwesenheit der Scaffolds einer gerichteten, parallelen Ausrichtung in 
Faserrichtung des Scaffolds mit spindelförmiger Zellmorphologie. Des Weiteren integrierten die 
Zellen in das Scaffoldgewebe. Zusätzlich konnte die Besiedlung der manuell unbesiedelten 
Scaffoldoberfläche beobachtet werden. Diese scaffoldinduzierten Effekte sind von enormer 
Bedeutung für eine potentielle Geweberegeneration im Sehnengewebe und kommen im 
Narbengewebe nicht vor (PATTERSON-KANE und FIRTH 2009). Alle diese, in der vorliegenden 
Arbeit beobachteten Effekte gelten als Hinweis der Induktion der tenogenen Differenzierung von 
MSC (YOUNG et al. 1998). Zusammenfassend konnten diese Effekte in Anwesenheit des Scaffolds 
in allen Gruppen beobachtet werden. Dieser Umstand ist auf die natürliche Komponente des 
verwendeten Scaffolds zurückzuführen und wurde bereits durch WANG et al. (2014) beschrieben. 
Sie stellten fest, dass Scaffolds, die auf biologischen und strukturellen Eigenschaften von natürlichem 
Gewebe basieren, die räumliche Anordnung von MSC fördern und auf deren Morphologie und 
Differenzierungskapazität regulierend einwirken. 
Jedoch konnten auch in der Scaffoldkultur Unterschiede beobachtet werden. So waren sowohl die 
Wiederbesiedlung beider Scaffoldseiten, die Zellverteilung als auch die Viabilität in den 
Kontrollgruppen signifikant erhöht und wurden durch den Stimulus der Entzündung beeinträchtigt. 
Im Kontrast zur in der Monolayerkultur beobachteten Konfluenz- und Proliferationssteigerung, 
führten vor allem die Kombination der hohen Konzentration der Zytokine zu einer signifikant 
verringerten Besiedlung der Scaffoldoberfläche an Tag 3. Ähnlich verhielt es sich mit der 
Auswirkung der entzündlichen Umgebung auf das Überleben der Zellen. Der geringgradige Anstieg 
toter Zellen an Tag 3 war nicht signifikant durch Zytokine oder Leukozyten beeinflusst. In der 
Scaffoldkultur ergab sich allerdings durch die inflammatorische Umgebung ein signifikanter Anstieg 
toter Zellen an Tag 3. Die mechanische Kurzzeitstimulation hatte wiederum keinen Einfluss auf einen 
erhöhten Zelltod. Es kann ausgeschlossen werden, dass letzteres mit dem Abspülen der toten Zellen 
durch die Bewegung während des Stimulationsvorganges einhergeht. Es wurde exemplarisch der 
Überstand des Zellkulturmediums des Bioreaktors auf Zellen untersucht, um dies auszuschließen. Es 
wurden keine Zellen gefunden. 
Es wurden demnach Unterschiede zwischen den Versuchsreihen festgestellt. Dies war zu erwarten, 
da es sich um den Vergleich von Ergebnissen eines 2D- und eines 3D-Zellkulturmodells handelt. 
Unter diesem Umstand konnte bereits in einer vorangegangenen Studie festgestellt werden, dass 
tenogene Effekte des Transforming Growthfactors (TGF) -β3 in Monolayerkulturen durch 
Sehnengerüstkulturen stark verändert werden (ROTH et al. 2018). Auch die immunmodulatorischen 
Eigenschaften von MSC sind durch 3D-Scaffold-Kulturen im Vergleich zu 2D-Kulturen verändert 
(VALLÉS et al. 2015). Weiterhin konnte von PROCTOR et al. (2017) gezeigt werden, dass Zellen 
hinsichtlich der Zytotoxizität verschiedener Substanzen empfindlicher sind, wenn sie in 3D-
Zellkulturen kultiviert werden. Somit lassen sich die unterschiedlichen Ergebnisse erklären und sind 
hinweisend für die Bedeutung von komplexen in vitro Modellen. 
 
Die Bildung von Zellaggregaten konnte vorrangig in der dynamisch stimulierten Scaffoldkultur und 
im Besonderen unter dem Einfluss der entzündlichen Umgebung beobachtet werden. Wie bereits 
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beschrieben, hat die Kultur-Umgebung mit all ihren Faktoren einen großen Einfluss auf die 
Morphologie und Adhäsion von MSC. Daran sind vor allem Adhäsionsmoleküle, wie z. B. Integrine, 
beteiligt. Durch sie besitzen Zellen die Möglichkeit, ihre Zytoskelettorganisation und damit 
verbunden ihre Form und Beweglichkeit an Veränderungen ihrer Umgebung anzupassen. Die 
Expression der Adhäsionsmoleküle wird maßgeblich durch die biochemischen, physikalischen und 
topographischen Eigenschaften, welche die Zelle umgeben, bestimmt (GEIGER et al. 2009). Somit 
lässt sich die Bildung von Zellaggregaten an der Scaffoldoberfläche in den dynamischen 
Scaffoldkulturen mit einer veränderten Genexpression von Adhäsionsmolekülen, als Reaktion auf die 
neue biomechanische Umgebung erklären. Zusätzlich konnte bereits von mehreren Autoren ein 
Effekt des mechanischen Stimulus auf die Zellform von MSC hin zu eines Tenozyt-ähnlichen 
Zelltyps beschrieben werden (MORITA et al. 2013; WANG et al. 2013b; WALTERS et al. 2017).  
 
Auf Grund des begrenzten Verständnisses von Wechselwirkungen zwischen sehnenspezifischen 
Transkriptionsfaktoren und dem Fehlen spezifischer Sehnenmarker, stellt die Überprüfung der 
Wirksamkeit der Induktion der tenogenen Differenzierung immer noch eine Herausforderung dar. Da 
die Entwicklung des adulten Sehnengewebes durch biologische und biomechanische Stimulanzien 
gesteuert wird, sind die in dieser Arbeit verwendeten Methoden als zielführend zu bewerten.  
Es konnte anhand des Vergleichs der Expressionsverhältnisse von Col 1A2, Scx und Tn-C gezeigt 
werden, dass die in der Scaffoldkultur gefundenen Ergebnisse mit dem von gesundem Sehnengewebe 
übereinstimmt und sich außerdem vom Expressionsverhälnis der Monolayerkultur abhebt (TAYLOR 
et al. 2009). Allerdings wurde dieses Verhältnis stark durch die inflammatorischen Stimuli 
beeinträchtigt. Dies weist auf die Einschränkungen der tenogenen Differenzierung von MSC unter 
dem entzündlichen Einfluss von Zytokinen, sowie Leukozyten hin.  
Des Weiteren wurde das Verhältnis von Col 1A2 zu Col 3A1 in den Versuchsreihen untersucht. Die 
Erhöhung des Verhältnisses gilt als Eigenschaft des gesunden Sehnengewebes (ERIKSEN et al. 2002). 
Das in dieser Arbeit herabgesetzte Verhältnis in der stimulierten Scaffoldkultur ist möglicherweise 
mit dem natürlichen, im Scaffold vorhandenen Collagen zu erklären. Durch den Einfluss der 
entzündlichen Stimuli wurde dies noch weiter verringert. Besonders unter dem Einfluss von IL-1β-
hoch mit TNF-α-hoch kombiniert war ein deutlicher Abfall zu beobachten und zeigt erneut die 
vorhandene Beeinflussung der tenogenen Eigenschaften. 
In Übereinstimmung mit einer vorangegangenen Studie (BURK et al. 2016) konnte beobachtet 
werden, dass es in der dynamischen Scaffoldkultur zu einem Anstieg der Genexpression von Col 3A1 
und Dcn kam. Es konnte bereits beschrieben werden, dass diese Gene auch während der 
Sehnenerkrankung erhöht sind (DOCHEVA et al. 2015). Das hier verwendete Modell scheint also 
den Bedingungen während der Sehnenheilung zu entsprechen. Auch in einer Studie von LOVATI et 
al. (2012) konnte der Anstieg von Dcn bei der Ko-Kultivierung von equinen MSC mit Sehnengewebe 
beobachtet werden. Dies könnte somit auch ein Hinweis auf die Produktion von neuer 
Extrazellularmatrix sein.  
Im Kontrast dazu konnte der, in einer Studie von BURK et al. (2016) und YOUNGSTROM et al. 
(2015) beobachtete Anstieg in der Expression von Scx durch dynamische Stimulation der 




zwischen den Experimentatoren, den Versuchsprotokollen und den verwendeten biologischen 
Materialien zurückzuführen sein. So wurden in dieser Studie 300 µm dicke Scaffolds bei einer 
Frequenz von 1 Hz und einer Dehnung von 2 % stimuliert, was von den vorangegangenen Studien 
abweicht. Des Weiteren wird hier noch einmal deutlich, dass die zunehmende Komplexität eines in 
vitro Modells neue Herausforderungen mit sich bringt. In diesem Zusammenhang scheint es von 
besonderer Bedeutung, bei der Herstellung von Scaffolds, als auch bei der Zellgewinnung, auf 
standardisierte Protokolle zurückgreifen zu können. 
 
Die Wirkung der verschiedenen Entzündungsreize auf die muskuloskelettale Genexpression war 
weitgehend in allen 3 Versuchsreihen ähnlich, wobei die hohen Zytokinkonzentrationen die stärksten 
Effekte erzielten. Es gab allerdings einige entscheidende Unterschiede zwischen den Gruppen. So 
konnte in der Monolayerkultur ein Anstieg der Genexpression von Col 3A1 und Dcn unter dem 
Einfluss der proinflammatorischen Zytokine beobachtet werden, während diese in der unstimulierten 
Scaffoldkultur herunterreguliert wurden. In ähnlicher Weise war die Genexpression von Opn in der 
Monolayerkultur unter dem Einfluss der Leukozyten-Ko-Kultur erhöht, in der unstimulierten 
Scaffoldkultur aber vermindert. Im Gegensatz dazu wurde unter dem Einfluss der Leukozyten-Ko-
Kultur in allen Kulturbedingungen die Expression von Scx herunterreguliert.  
Darüber hinaus konnten unter dem Einfluss der Leukozyten-Ko-Kultur vermehrt Veränderungen der 
Genexpression von Zielgenen der unstimulierten Scaffoldkultur beobachtet werden, als in den 
anderen Kulturbedingungen. 
Auffällig war weiterhin, dass die niedrigen Zytokinkonzentrationen zwar im Vergleich die 
geringfügigsten Unterschiede der Genexpression auslösten, jedoch die höchste Varianz der Daten 
zwischen den Spendertieren hervorriefen. Dies wird in der grafischen Darstellung der Daten sichtbar. 
Es führte auch dazu, dass extreme Ausreißerwerte aus den Boxlpots entfernt werden mussten, da sie 
ihre Klarheit stark beeinträchtigten. Dies unterstreicht die Varianz von klinischen Ergebnissen, die 
auf die biologische Variabilität von verschiedenen Patienten zurückzuführen ist. Es könnte möglich 
sein, dass spätere Untersuchungszeitpunkte nach einer längeren Beobachtungsperiode zu 
konstanteren Ergebnissen führen würden, da die Reaktion der MSC auf die niedrigen 
Zytokinkonzentrationen langsamer ablaufen könnte. In dieser Arbeit wurde aber nur der Zeitpunkt an 
Tag 1 und an Tag 3 untersucht. 
Im Gegensatz dazu führte die Leukozyten-Ko-Kultur zu konsistenten Effekten, obwohl sie den 
natürlichsten Stimulus darstellte und hier eine größere Varianz der Daten zu erwarten gewesen wäre. 
Darüber hinaus konnten unter dem Einfluss der Concanavalin A-Stimulation der Leukozyten keine 
signifikanten Effekte im Vergleich zu unstimulierten Leukozyten festgestellt werden. Dies wäre, 
basierend auf der erhöhten Produktion von proinflammatorischen Zytokinen, die in einer 
vorangegangenen Studie untersucht worden war (BURK et al. 2018), zu erwarten gewesen. Dies 
könnte damit erklärt werden, dass die Wirkung, die von einer direkten Ko-Kultur ausgeht, nicht 
ausschließlich auf die Ausschüttung von löslichen Faktoren, sondern auch auf andere Faktoren, wie 
z. B. Zell-Zell-Kontakte, zurückzuführen ist. Dies ist noch nicht abschließend untersucht. 
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Bei dem Vergleich der verschiedenen Versuchsreihen fiel die hohe basale Genexpression von 
tenogenen Markern der AT-MSC in der Monolayerkultur auf. Dies wurde bereits in anderen Studien 
beschrieben (TAYLOR et al. 2009; BURK et al. 2014b). Es lässt sich zum Teil darauf zurückführen, 
dass die vorhandenen tenogenen Marker eben nicht sehnenspezifisch sind, sondern auch in vielen 
anderen Geweben vorkommen. Deshalb scheint das Expressionsmuster der Marker Col 1A2, Scx und 
Tn-C von Bedeutung zu sein, um die Abgrenzung der erfolgreichen Induktion der tenogenen 
Differenzierung zu verdeutlichen (TAYLOR et al. 2009). 
Des Weiteren sollte in zukünftigen Studien untersucht werden, inwiefern die tenogene 
Differenzierung der vorherrschende Wirkmechanismus der mesenchymalen Vorläuferzellen sein 
kann. MSC sind im Allgemeinen in der Lage, sich in verschiedene Gewebe zu differenzieren. Sie 
können die Regeneration von Gewebe aber auch durch viele andere Mechanismen unterstützen. Dazu 
gehört sowohl die Immunmodulation, als auch das Potential der Migration in geschädigtes Gewebe. 
Allerdings zeigen die Daten dieser Studie, dass es zum Zeitpunkt der akuten Entzündung, unter dem 
Einfluss von Zytokinen als auch Leukozyten, zu einer Beeinträchtigung der tenogenen 
Differenzierung kommt, sodass die Differenzierung in gewebespezifische Zellen möglicherweise 
verhindert wird. Dies führt zu der Annahme, dass der Zellersatz durch tenogene Differenzierung in 
dem benötigten Zelltyp unter dem Einfluss einer entzündeten Umgebung nicht der vorherrschende 
Wirkmechanismus von MSC zu sein scheint.  
 
Die tripotente Differenzierung der AT-MSC wurde nach einem standardisierten Protokoll und mittels 
Differenzierungsmedium der Firma Life Technologies durchgeführt. Da der Mediumwechsel mit 
erneuter Zugabe des entzündlichen Stimulus teilweise dreimal pro Woche erfolgte, konnte die 
Isolation und Zugabe der Leukozyten aus organisatorischen Gründen nicht berücksichtigt werden. 
Die adipogene und osteogene Differenzierung der MSC konnte als Standardzellkultur, die 
chondrogene Differenzierung als Pelletkultur durchgeführt werden. 
Die hohen Zytokinkonzentrationen, sowohl einzeln als auch kombiniert, führten zu einer 
Wachstumshemmung der adipogen differenzierten Zellen. Zwar war die Anfärbung von 
Lipidvakuolen in allen Gruppen möglich, jedoch ließ sich eine Einschränkung des 
Differenzierungspotentials besonders unter dem Einfluss von IL-1β-hoch mit TNF-α-hoch 
kombiniert erkennen. Diese Einschränkung wurde in der chondrogenen Differenzierung noch 
deutlicher. Zum einen kam es teilweise zum Verlust der Pellets, während des Fixierungs- und 
Einbettungsvorganges auf Grund ihrer geringen Größe, zum anderen war anhand der verringerten 
Pelletgröße, unter dem Einfluss der hohen Zytokinkonzentrationen, die stark verminderte 
Syntheseleistung von chondrogener Matrix durch die MSC auffällig. Es war demnach festzustellen, 
dass die Umgebung mit hohen Konzentrationen von proinflammatorischen Zytokinen, sowohl 
einzeln als auch kombiniert, das adipogene und chondrogene Differenzierungspotential der AT-MSC 
negativ beeinflusst. Dieses Ergebnis lieferte bereits eine in vitro Studie von ZHANG et al. (2015). Es 
wurde hier der Einfluss von 1,5 oder 10 ng/ml IL-1β auf Sehnenvorläuferzellen, isoliert aus verletzten 
Achillessehnen von Mäusen, untersucht. Es konnte ebenfalls festgestellt werden, dass IL-1β die 




Im Kontrast dazu wurde in der vorliegenden Arbeit das osteogene Differenzierungspotential unter 
dem Einfluss der hohen Zytokinkonzentrationen verstärkt. Die höchste Syntheseleistung von 
osteogener Matrix konnte unter dem Einfluss der Kombination aus IL-1β-hoch und TNF-α-hoch im 
Vergleich zur Kontrolle ohne entzündliche Umgebung beobachtet werden. Dies steht im Gegensatz 
zu anderen Studien. Durch PRASANNA et al. (2010) konnte humanen BM-MSC unter dem Einfluss 
von IFN-γ und TNF-α keine Einschränkung der osteogenen Differenzierung nachgewiesen werden. 
Auch in einer Studie von CROP et al. (2010) zeigten humane AT-MSC unter dem Einfluss von IFN-
γ, TNF-α und IL-6 keine Kompromittierung der osteogenen Differenzierung. Im Gegensatz dazu 
konnte von LACEY et al. (2009) nachgewiesen werden, dass durch die Zugabe von 0,001 oder 1 
ng/ml IL-1β und 0,01 oder 10 ng/ml TNF-α die osteogene Differenzierung von murinen BM-MSC 
unterdrückt wird. ZHANG et al. (2014) stellten wiederum fest, dass Zellen mesenchymalen 
Ursprungs unterschiedliche Eigenschaften zeigen können. So untersuchten sie die Proliferation und 
das osteogene Differenzierungspotential von humanen peridontalen Ligamentstammzellen im 
Vergleich zu BM-MSC, unter dem Einfluss unterschiedlicher TNF-α-Konzentrationen. Erstere 
zeigten unter der Dosiserhöhung von TNF-α eine Beeinträchtigung der osteogenen Differenzierung 
und verhielten sich somit gegensätzlich zu den BM-MSC.  
Somit steht das Ergebnis der osteogenen Differenzierung der vorliegenden Arbei konträr zu denen 
aus vorangegangenen Studien. Dies lässt sich jedoch mit den unterschiedlichen Quellen und Spender-
Arten der MSC erklären. Allerdings sollte in weiteren Studien das osteogene 
Differenzierungspotential von Nicht-Sehnen- oder Bändern-abgeleiteter Vorläuferzellen in 
entzündlicher Umgebung untersucht werden, da eine fehlerhafte osteogene Differenzierung innerhalb 
der Sehnen zu unerwünschten Verkalkungen führen kann. Dies konnte bisher jedoch in keinem 
equinen in vivo Modell beobachtet werden (GODWIN et al. 2012; AHRBERG et al. 2018). 
 
Da die vorliegende Arbeit sich erstmals mit dem Einfluss einer entzündlichen Umgebung auf 
funktionelle Eigenschaften von MSC in einem 3D-Zellkulturmodell beschäftigt, können Parallelen 
zu anderen Studien nur bedingt gezogen werden. Bisher wurde der Einfluss proinflammatorischer 
Zytokine nur auf aus Sehnengewebe isolierten Stammzellen (TDSC) von Mäusen und Ratten 
beobachtet. 
ZHANG et al. (2015) untersuchten den Einfluss von IL-1β auf das tenogene und tripotente 
Differenzierungspotential von aus verletzten Achillessehnen isolierten TDSCs von Mäusen, mit dem 
Ergebnis einer Reduktion der Expression von Sehnenmarkern wie Scx und Col 1. Des Weiteren 
wurde der Glukosemetabolismus der Zellen gestört. Dies führte zu einer erhöhten Laktatproduktion. 
Interessanterweise konnte nach der Entfernung des IL-1β eine irreversible Beeinträchtigung des 
tenogenen und adipogenen Differenzierungspotentials der TDSC festgestellt werden. In einer Studie 
von HAN et al. (2017) wurde der Einfluss von TNF-α einzeln oder kombiniert mit TGF-1β auf TDSC 
von Ratten untersucht. Einzeln führte TNF-α zu einer Reduktion der Proliferationsrate, sowie zu 
einem erniedrigten teno- und osteogenen Differenzierungspotential. Nach der kombinierten Zugabe 
mit TGF-1β, wurde der vorher beobachtete Effekt umgekehrt. Es scheinen also synergistische Effekte 
von beiden Einflussfaktoren auszugehen. 
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Von CHEN et al. (2018) wurde der Einfluss von 0, 0,1, 1, 10 und 100 ng/ml des IL-6 auf TDSC von 
Ratten untersucht. Hierbei stellten sie ähnliche Ergebnisse wie die der vorliegenden Arbeit fest. So 
erhöhte die Zytokinzugabe die Proliferationsrate der TDSC, inhibierte aber wiederum die 
Genexpression von tenogenen Markern wie Col 1 und Scx.  
Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass eine umgekehrte Verbindung zwischen der Proliferation 
und dem Differenzierungspotential von MSC zu bestehen scheint. Diese Beobachtung wurde bereits 






In der vorliegenden Studie konnte erstmalig nachgewiesen werden, dass funktionelle und tenogene 
Eigenschaften von AT-MSC in einem komplexen in vitro Modell unter dem Einfluss von hohen 
Konzentrationen proinflammatorischer Zytokine und einer direkten Leukozyten-Ko-Kultur 
beeinträchtigt werden. Die niedrigen Zytokinkonzentrationen führten zu geringeren Einschränkungen, 
welche dennoch nachweisbar waren. 
Die entzündliche Umgebung führte zu einer Proliferationssteigerung in der Monolayerkultur, sowie 
zu einem erhöhten osteogenen Differenzierungspotential. Allerdings wurde die Zellvitalität, das 
adipogene und chondrogene Differenzierungspotential, die Wiederbesiedlung der Scaffolds und die 
Genexpression von tenogenen Markern, einschließlich des Transkriptionsfaktors Scx, verringert. 
 
Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit unterstreichen die Notwendigkeit für die Untersuchung der 
funktionellen Eigenschaften von MSC unter dem Einfluss einer entzündlichen Umgebung in 
komplexen in vitro Modellen, da nicht alle Daten in der Standardzellkultur mit der 3D-Zellkultur auf 
Sehnenscaffolds übereinstimmten. Es konnte jedoch konsistent gezeigt werden, dass die entzündliche 
Umgebung die tenogenen Eigenschaften von Vorläuferzellen nachteilig einschränkt. Trotzdem sind 
weitere Studien erforderlich, um die Komplexität der verschiedenen Faktoren zu berücksichtigen, 
welche auf die tenogene Differenzierung einwirken. So könnten in zukünftigen Modellen 
Wachstumsfaktoren und Komplementfaktoren mit Zytokinen und Leukozyten kombiniert werden. Es 
sollten außerdem Studien mit einem längeren Untersuchungszeitraum durchgeführt werden, um den 
zeitlichen Verlauf der Veränderungen von funktionellen Eigenschaften beurteilen zu können. 
 
Zusammenfassend kann die erste Hypothese dieser Arbeit bestätigt werden, da sowohl funktionelle 
als auch tenogene Eigenschaften der AT-MSC unter dem Einfluss der proinflammatorischen 
Zytokine und der Leukozyten negativ beeinträchtigt wurden. Auch die zweite Hypothese wurde 
bestätigt, da die Proliferation der MSC nachweislich beschleunigt wurde. 
Die dritte Hypothese muss allerdings abgelehnt werden, da das tripotente Differenzierungspotential 
unter dem Einfluss der proinflammatorischen Zytokine nicht uneingeschränkt nachzuweisen war. 
 
Auf Grund der Beeinflussung der Eigenschaften von MSC in einer entzündlichen Umgebung wäre es 
sinnvoll den therapeutischen Applikationszeitpunkt an das Heilungsstadium der Sehne anzupassen. 
Der vorherrschende Mechanismus der Stammzell-unterstützten Sehnenheilung ist jedoch noch nicht 
abschließend verstanden. Es werden hierbei immunmodulatorische Eigenschaften der MSC diskutiert, 
die im Stadium der akuten Sehnenverletzung eine Rolle spielen könnten. Um hierzu eine Aussage 
treffen zu können, sind weitere Untersuchungen auf diesem Themengebiert von großer Bedeutung 
für den klinischen Einsatz von MSC. 
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Einleitung: Der Ersatz von geschädigtem Gewebe durch körpereigene Reparaturprozesse wird auf 
zellulärer Ebene durch Stammzellen unterstützt. Diese Regenerationsfähigkeit ist allerdings in 
einigen Geweben nur eingeschränkt vorhanden. So kommt es bei der Sehnenheilung des Pferdes unter 
konventioneller Therapie zur narbigen Reparation mit hohen Rezidivraten. Die Anwendung von 
multipotenten mesenchymalen Stromazellen (MSC) stellt eine innovative Therapiemethode dar, da 
die tenogene Differenzierung zum Zellersatz mit anschließender Matrixmodulation führen könnte. Es 
ist jedoch unklar, ob eine entzündliche Umgebung in diesem Zusammenhang Einfluss auf 
funktionelle Eigenschaften der MSC hat. 
 
Zielstellung: In dieser Arbeit wurden erstmalig funktionelle Eigenschaften, mit dem Fokus des 
tenogenen Differenzierungspotentials, von aus Fettgewebe isolierten equinen MSC, unter dem 
Einfluss proinflammatorischer Zytokine und einer direkten Leukozyten-Ko-Kultur, untersucht. Es 
wurde ein komplexes In-vitro-Modell entwickelt, um die in vivo vorherrschenden Bedingungen 
bestmöglich zu berücksichtigen. 
 
Tiere, Material und Methoden: Es wurden MSC von sieben Spendertieren als Monolayer- und 
statische sowie dynamische Scaffoldkulturen kultiviert. Die verwendeten 300 µm dicken 
Sehnenscaffolds wurden aus equinen oberflächlichen Beugesehen (OBS) von euthanasierten- oder 
Schlachtpferden gewonnen, einem standardisierten Dezellularisierungsprotokoll unterzogen und am 
Gefriermikrotom zugeschnitten. Nach der anschließenden Besiedlung der Scaffolds mit MSC wurden 
sie für drei Tage inkubiert. Dann erfolgte die Zugabe der proinflammatorischen Zytokine. Von 
Interleukin-1 beta (IL-1β) wurde entweder 0,01 oder 10 ng/ml und von Tumornekrosefaktor alpha 
(TNF-α) entweder 0,1 oder 50 ng/ml genutzt. Diese Konzentrationen wurden einzeln oder kombiniert 
verwendet. Des Weiteren erfolgte eine direkte Ko-Kultivierung von aus Vollblut isolierten allogenen 
peripheren Blutleukozyten im Verhältnis von 10:1 zu den MSC. Die dynamischen Scaffoldkulturen 
wurden täglich einem mechanischen Stimulationsregime unter Anwendung eines standardisierten 
Dehnungsprotokolls im Bioreaktor unterzogen, während die Monolayerkulturen und statischen 




Phasenkontrastaufnahmen der Monolayerkulturen, sowie Lebend/Tot- und Hämatoxylin-Eosin-
Färbungen der Scaffoldkulturen angefertigt. Des Weiteren wurde eine Genexpressionsanalyse der 
muskuloskelettalen Marker in allen Versuchsreihen mittels Real-Time PCR durchgeführt. Das 
tripotente Differenzierungspotential der MSC wurde unter dem Einfluss der proinflammatorischen 
Zytokine in Monolayer-, bzw. Pelletkultur untersucht. Die adipogene Differenzierung wurde nach 
Fixierung mittels Oil Red O-Färbung, die osteogene Differenzierung mittels von Kossa-Färbung 
ausgewertet. Die Auswertung der chondrogenen Differenzierung erfolgte anhand Alzian-Blau 
Färbung von Paraffinschnitten. Die statistische Auswertung aller Daten erfolgte mit Hilfe der 
Software SPSS 23. Mittels Shapiro-Wilk-Test wurde die Normalverteilung der Daten überprüft und 
anschließend nicht-parametrische Tests (Friedman Test und Wilcoxon-post-hoc-Test) verwendet. Die 
Ergebnisse wurden bei p < 0,05 als statistisch signifikant bewertet. 
 
Ergebnisse: Beim Vergleich der Kontrollen, ohne entzündliche Beeinflussung, war in der dynamisch 
stimulierten Scaffoldkultur eine Erhöhung der Genexpression von Collagen 3A1 (Col 3A1), Decorin 
(Dcn) und Osteopontin (Opn) sowie eine Erniedrigung der Expression von Mohawk (Mkx) und 
Smad8 im Vergleich zur Monolayerkultur zu beobachten (p < 0,05). 
Die hohen Zytokinkonzentrationen erhöhten die Proliferationsrate der MSC und führten zu einer 
veränderten Morphologie der Zellen. Sie erhöhten das osteogene Differenzierungspotential der MSC, 
das chondrogene Differenzierungspotential wurde allerdings verringert (p < 0,05). In der statischen 
Scaffoldkultur konnte eine geringere Zellviabilität sowie Scaffoldbesiedlung beobachtet werden (p < 
0,05). Des Weiteren beeinflussten die hohen Zytokinkonzentrationen die tenogene Markerexpression 
der MSC und führten in allen Kulturbedingungen zu einer niedrigeren Expression von Collagen 1A2 
(Col 1A2), Opn, Mkx, Smad8 und Scleraxis (Scx) (p < 0,05 für Mkx, Smad8 der Monolayerkultur; 
für Col 1A2, Smad8, Scx, Opn, Mkx der statischen Scaffoldkultur; Opn, Smad8, Scx der 
dynamischen Scaffoldkultur). Außerdem ergaben sich Unterschiede zwischen der Monolayer- und 
Scaffoldkultur. So führten die hohen Zytokinkonzentrationen in der Monolayerkultur zu einer 
höheren Genexpression von Col 3A1 und Dcn, in der statischen Scaffoldkultur jedoch zur niedrigeren 
Expression dieser zwei Gene (p < 0,05). Die niedrigen Zytokinkonzentrationen verursachten 
geringere Unterschiede im Vergleich zur Kontrolle ohne inflammatorische Beeinflussung. Hierbei 
konnten allerdings starke Schwankungen der Daten zwischen den Spendertieren beobachtet werden. 
Die Auswirkungen der direkten Leukozyten-Ko-Kultur auf die Vitalität der MSC und die 
muskuloskelettale Markerexpression waren der der Zytokine ähnlich. Es kam zu einer verminderten 
Expression des Transkriptionsfaktors Scx in allen Kulturbedingungen (p < 0,05 an Tag 3). 
 
Schlussfolgerungen: In der vorliegenden Arbeit konnte erstmals nachgewiesen werden, dass 
funktionelle und tenogene Eigenschaften von MSC in einem komplexen In-vitro-Modell unter dem 
Einfluss von proinflammatorischen Zytokinen oder Leukozyten beeinträchtigt werden. Dies hebt die 
Notwendigkeit zur Untersuchung der komplexen Zusammenhänge während einer akuten 
Entzündungsreaktion hervor. Es bleibt zu klären, ob trotz der starken Beeinflussung der tenogenen 
Eigenschaften der vorherrschende Mechanismus der Stammzell-unterstützten Sehnenheilung die 
tenogene Differenzierung der MSC sein kann.  
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Introduction: The replacement of damaged tissue by the body´s own repair processes is supported 
by stem cells. The ability of regeneration is limited in some tissues. Thus, tendon healing in the horse 
under conventional therapy leads to scarred repair with high recurrence rates. The application of 
multipotent mesenchymal stromal cells (MSC) is an innovative therapeutic approach, as their 
tenogenic differentiation could lead to cell replacement followed by matrix modulation. However, it 
is unclear whether an inflammatory environment affects the functional properties of MSC. 
 
Objective: Consequently, the aim of this work was to investigate the change of functional properties 
of adipose-derived equine MSC, with the focus on the tenogenic differentiation potential, under the 
influence of proinflammatory cytokines and a direct leukocyte co-culture. For this purpose, a complex 
in vitro model was developed to reproduce in vivo conditions optimally. 
 
Animals, Material and Methods: MSC from seven donor animals were cultured as monolayer and 
static as well as dynamic scaffold cultures. The 300 µm-thick tendon scaffolds used were obtained 
from equine superficial flexor tendon of euthanized or slaughtered horses, afterwards subjected to a 
standardized decellularization protocol and finally sliced using a cryostat. After the seeding of MSC 
onto the scaffolds, they were incubated for three days. Then the proinflammatory cytokines were 
added. Interleukin-1 beta (IL-1β) was used either at 0.01 or 10 ng/ml and tumor necrosis factor alpha 
(TNF-α), either at 0.1 or 50 ng/ml. These concentrations were used separately or in combination. 
Furthermore, for a direct co-culture, allogeneic peripheral blood leukocytes were added in the ratio 
of 1:10 to the MSC. The dynamic scaffold cultures were subjected to daily mechanical stimulation 
using a standardized strain protocol. Monolayer cultures and static scaffolds were not stretched. For 
evaluation on day 1 and day 3, light micrographs of the monolayer cultures as well as Live/Dead and 
Hematoxylin-Eosin staining of the scaffold cultures were prepared. Moreover, a gene expression 
analysis of the musculoskeletal markers was performed by real-time PCR. Trilineage differentiation 
of MSC was investigated at standard and inflammatory conditions in monolayer or pellet culture. The 
adipogenic differentiation was evaluated by Oil Red O staining, the osteogenic differentiation by von 




sections. The statistical analysis of all data was performed with SPSS 23 software. The Shapiro-Wilk 
test was used to test the normal distribution of the data, afterwards non-parametric tests (Friedman 
Test and Wilcoxon-post-hoc test) were used. The results were considered as statistically significant 
at p < 0.05. 
 
Results: In comparison of the controls, without infammatory influence, the dynamic stimulated 
scaffold culture showed an increase of collagen 3A1 (Col 3A1), decorin (Dcn) and osteopontin (Opn) 
gene expression as well as a decrease of the expression of mohawk (Mkx) and Smad8 compared to 
the monolayer culture (p < 0.05). 
The high cytokine concentrations increased the proliferation rate of the MSC and led to an altered 
morphology of the cells. They increased the osteogenic differentiation potential of MSC, but the 
chondrogenic differentiation potential was reduced (p < 0.05). In the static scaffold culture a lower 
cell viability and scaffold colonization could be observed (p < 0.05). Furthermore high cytokine 
concentrations affected the tenogenic marker expression of MSC and led to a lower expression of 
collagen 1A2 (Col 1A2), Opn, Mkx, Smad8 and scleraxis (Scx) in all culture conditions (p < 0.05 
for: Mkx, Smad8 in monolayer culture; for Col 1A2, Smad8, Scx, Opn, Mkx in static scaffold culture; 
Opn, Smad8, Scx in dynamic scaffold culture). Moreover, differences emerged between monolayer 
and scaffold culture. The influence of high cytokine concentrations led to a higher gene expression 
of Col 3A1 and Dcn in monolayer culture, but to a lower expression of these genes in static scaffold 
culture (p < 0.05). 
The low cytokine concentrations caused smaller differences compared to the controls without 
inflammatory influence. Here, considerable variability of the data between donor animals was 
observed. 
The effects of direct leukocyte co-culture on MSC vitality and musculoskeletal marker expression 
were similar compared to cytokines. Thus, there was a reduced expression of the transcription factor 
Scx in all culture conditions (p < 0.05 day 3). 
 
Conclusion: The present study demonstrates for the first time that functional and tenogenic properties 
of MSC are impaired in a complex in vitro model under the influence of proinflammatory cytokines 
or leukocytes. This highlights the need to investigate the complexities of the acute inflammatory 
response. It remains to be clarified whether the predominant mechanism of stem cell-assisted tendon 
healing could be the tenogenic differentiation of MSC despite the strong limitations of their tenogenic 
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10.1 Herstellung von Reagenzien 
Anhang 1: Herstellung von Reagenzien 
PBS-Puffer (einfach konzentriert) Herstellung 
450 ml autoklaviertes VE-Wasser Das VE-Wasser in eine sterile Schottflasche 
geben und PBS dazu pipettieren.  50 ml PBS zehnfach konzentriert 
1 %Triton X-100 in Tris-Puffer Herstellung 
121,14 g Tris-Puffer  Tris-Puffer in VE-Wasser durch Schwenken 
lösen und anschließend auf pH 7,6 mittels 
Salzsäure einstellen. Auf 1000 ml auffüllen, 
Lagerung bei RT. 
1000 ml VE-Wasser 
Salzsäure 37 % 
10 ml Triton X-100 
Aus hergestelltem Tris-Puffer 10 ml verwerfen 
und 10 ml Triton X-100 zugeben. 
Anschließend steril filtrieren. 
Herstellung von 500ml Ethanol-
Verdünnungen 
Durchführung 
96 % Ethanol 480 ml 100 % Ethanol mit 20 ml VE-H₂O 
mischen 
80 % Ethanol 400 ml 100 % Ethanol mit 1000 ml VE-H₂O 
mischen 
70 % Ethanol 350 ml 100 % Ethanol mit 150 ml VE-H₂O 
mischen 
50 % Ethanol 250 ml 100 % Ethanol mit 250 ml VE-H₂O 
mischen 
30 % Ethanol 150 ml 100 % Ethanol mit 350 ml VE-H₂O 
mischen 
RLT-Puffer + β-Mercaptoethanol Herstellung 
9900 µl RLT Die gewünschte Menge des RLT-Puffers des 
RNeasy Kits in ein Falcon überführen und β-
Mercaptoehtanol hinzufügen. 
100 µl β-Mercaptoehtanol 
Essigsäure 3 % Herstellung 
485 ml VE-Wasser Zuerst das VE-Wasser in ein geeignetes Gefäß 
geben, dann mit der Säure vermischen. 15 ml Essigsäure 100 % 
Alzian Blau-Färbelösung Herstellung 
3 g Alzian Blau Das Pulver in die Säure geben und dynamisch 
in Lösung bringen, danach filtrieren. 300 ml Essigsäure 3 % 
Oil Red O-Färbelösung Herstellung 
Stammlösung: 530 mg Oil Red O-Pulver  
                        150 ml Isoprpanol 
Beide Komponenten vermischen und auf dem 




Gebrauchslösung: 30 ml Stammlösung 
                              20 ml VE-Wasser 
Beide Komponenten vermischen, 20 min bei 
RT stehen lassen und danach filtrieren. 
Von Kossa-Färbelösung Herstellung 
Silbernitratlösung 5 %: 
1,5 g Silbernitrat + 30 ml VE-Wasser 
Pulver in Lösung bringen und lichtgeschützt 
lagern. 
Pyrogallollösung 1 %: 
300 mg Pyrogallol+ 30 ml VE-Wasser 
Natriumthiosulfatlösung 5 %: 
1,5 g Natriumthiosulfat + 30 ml VE-Wasser 
 
10.2 RNA-Isolierung mittels RNeasy Mini Kit® 
Alle Reagenzien wurden nach den Instruktionen des Kits hergestellt und verwendet. 
Alle Doppelansätze der Proben wurden auf der Säule zusammengeführt. 
 
Anhang 2: RNA-Isolierung mittels RNeasy Mini Kit® 
Schritt Zentrifugation 
1. 700 µl der Probe auf Säule pipettieren und   
    Zentrifugieren 
8000 x g, 15 sec 
2. Durchfluss verwerfen, gegebenenfalls Schritt 1 wiederholen  
3. 350 µl RW 1-Puffer auf Säule geben und zentrifugieren 8000 x g, 15 sec 
4. DNA-Verdau mit 80 µl DNase-Mix und Inkubation für 20 min bei  
    20 °C  
 
5. 350 µl RW 1 Puffer dazugeben und zentrifugieren 8000 x g, 15 sec 
6. Durchfluss verwerfen und 500 µl RPE-Puffer auf Säule geben,  
    zentrifugieren 
8000 x g 15 sec 
7. Schritt 6 wiederholen 8000 x g 2 min 
8. Säule in neues Collection Tube überführen und zentrifugieren 20000 x g 1 min 
9. Säule in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß überführen   
10. 30 µl vorgewärmtes (65 °C) Nuclease freies Wasser auf Säule geben und  
      1 min inkubieren  
 
11. Zentrifugieren 8000 x g 1 min 
12. Reaktionsgefäß verschließen und auf Eis legen  












Anhang 3: Protokoll zur HE-Färbung 







96 % Ethanol 
80 % Ethanol 
70 % Ethanol 





3. Abspülen VE-Wasser 3 × eintauchen 
4. Schnitte abtropfen    
5. Färben Hämatoxylinlösung nach Gill II 8 min 
6. Abspülen VE-Wasser 3 × eintauchen 
7. Bläuen Fließendes Leitungswasser 12 min 
8. Färben 
Eosin 1 % mit Eisessig 
(auf 300 ml Färbelösung 450 µl  
 Eisessig geben) 
2 min 
9. Abspülen VE-Wasser Insgesamt in 3 neuen Gefäßen  
10. Dehydrieren 
70 % Ethanol 
96 % Ethanol 
96 % Ethanol 
Isopropanol 
Rotihistol 





11. Eindecken Histokitt + Deckgläschen  
 
Anhang 4: Protokoll zur Oil Red O-Färbung 
Arbeitsschritt Chemikalie/Lösung Menge pro Well 
1. Waschen der Zellen VE-Wasser 500 µl 
2. Färbung für 10 min bei RT Oil Red O-Gebrauchslösung 500 µl 
3. Gebrauchslösung abpipettieren   
4. Zweimal waschen 50 %iges Ethanol 2 × 500 µl 
5. Kernfärbung für 2 min bei RT  Hämatoxylinlösung nach Mayer 500 µl 
6. Vorsichtig unter Leitungswasser   
    Abspülen 
VE-Wasser  
7. Trocknen   










Anhang 5: Protokoll zur Alzian Blau-Färbung 







96 % Ethanol 
80 % Ethanol 
70 % Ethanol 





3. Abspülen VE-Wasser 3 × eintauchen 
4. Schnitte abtropfen    
5. Ansäuern Essigsäure 3 % 3 min 
6. Färben Alzian Blau 1 h 30 min 
7. Spülen Leitungswasser 5 × eintauchen 
8. Färben Nuclear Fast Red 10 min 
9. Abspülen Leitungswasser  3 × eintauchen 
10. Schnitte trocknen   
10. Dehydrieren 





1 × eintauchen 
11. Eindecken Histokitt + Deckgläschen  
 
Anhang 6: Protokoll zur von Kossa-Färbung 
Schritt Chemikalie/Lösung Menge pro Well 
1. Waschen der Zellen VE-Wasser 500 µl 
2. Färbung für 30 min bei RT und  
    Tageslicht 
Silbernitratlösung 5 % 500 µl 
3. Färbelösung abpipettieren   
4. Zweimal Waschen   VE-Wasser 2 × 500 µl 
5. Inkubation für 3 min bei RT  Pyrogallollösung 1 % 500 µl 
6. Zweimal Waschen   Aqua bidest 2 × 500 µl 
7. Fixierung der Färbung für 3 min  
    bei RT  
Natriumthiosulfatlösung 5 % 500 µl 
8. Zweimal Waschen   VE-Wasser 2 × 500 µl 
9. Trocknen   
10. Auswertung  VE-Wasser 500 µl 
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10.4 Herstellung von Silikonschalen 
Anhang 7: Herstellung von Silikonschalen zur Inkubation der Scaffoldkulturen 
Herstellungsschritt Chemikalie/Temperatur Dauer 
1. Silikonkomponenten in 500 ml 
    Probengefäß einwiegen und gut   
    vermischen 
2,5 g Silikonkomponente viskös 
22,5 g Silikonkomponente flüssig  
5 min  
2. Luftblasen im Vakuum-Exsikkator 
    entfernen 
 10-30 min 
3. Inkubation im Wärmeschrank  100 °C 5 min 
4. Trocknung  RT 24 h 
5. Autoklavieren 







10.5 Extreme Ausreißerwerte der Genexpressionsanalysen 
10.5.1 Monolayerkultur 
Anhang 8: Extreme Ausreißerwerte der Monolayerkultur FC Col 1A2 
Zytokinkonzentration FC Col 1A2 Tag 1 FC Col 1A2 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 38,386 70,687 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 36,929 75,792 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
30,762 42,069 
Leuko - - 
Leuko-stim - - 
 
Anhang 9: Extreme Ausreißerwerte der Monolayerkultur FC Osteopontin 
Zytokinkonzentration FC Osteopontin Tag 1 FC Osteopontin Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml - - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml - - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
Leuko - - 
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Anhang 10: Extreme Ausreißerwerte der Monolayerkultur FC Tenascin-C 
Zytokinkonzentration FC Tenascin-C Tag 1 FC Tenascin-C Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml - - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml - - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- 51,159 
Leuko - - 
Leuko-stim - - 
 
Anhang 11: Extreme Ausreißerwerte der Monolayerkultur FC Scleraxis 
Zytokinkonzentration FC Scleraxis Tag 1 FC Scleraxis Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 26,367 - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml - - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
Leuko - - 





Anhang 12: Extreme Ausreißerwerte der Monolayerkultur FC Mohawk 
Zytokinkonzentration FC Mohawk Tag 1 FC Mohawk Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml - - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml - 96,313 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
Leuko - - 
Leuko-stim - - 
 
Anhang 13: Extreme Ausreißerwerte der Monolayerkultur FC Smad8 
Zytokinkonzentration FC Smad8 Tag 1 FC Smad8 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml - - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml - - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
Leuko - - 
Leuko-stim - - 
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Anhang 14: Extreme Ausreißerwerte der Monolayerkultur FC Col 3A1 
Zytokinkonzentration FC Col 3A1 Tag 1 FC Col 3A1 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 6,229 - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 5,431 9,501 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 10,549 13,601 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
6,554 - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
8,811 20,952 
Leuko - - 
Leuko-stim - - 
 
Anhang 15: Extreme Ausreißerwerte der Monolayerkultur FC Decorin 
Zytokinkonzentration FC Decorin Tag 1 FC Decorin Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 10,037 - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 40,170 - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- 10,385 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
36,837 - 
Leuko - - 





10.5.2 Unstimulierte Scaffoldkultur 
Anhang 16: Extreme Ausreißerwerte der Unstimulierten Scaffoldkultur FC Col 1A2 
Zytokinkonzentration FC Col 1A2 Tag 1 FC Col 1A2 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 18,253 - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 27,456 - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
35,155 - 
Leuko - - 
 
Anhang 17: Extreme Ausreißerwerte der Unstimulierten Scaffoldkultur FC Osteopontin 
Zytokinkonzentration FC Osteopontin Tag 1 FC Osteopontin Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 33,413 20,865 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml - - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
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Anhang 18: Extreme Ausreißerwerte der Unstimulierten Scaffoldkultur FC Tenascin-C 
Zytokinkonzentration FC Tenascin-C Tag 1 FC Tenascin-C Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 49,865 - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 40,812 - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
29,856 - 
Leuko - - 
 
Anhang 19: Extreme Ausreißerwerte der Unstimulierten Scaffoldkultur FC Scleraxis 
Zytokinkonzentration FC Scleraxis Tag 1 FC Scleraxis Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml - - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml - 60,883 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 





Anhang 20: Extreme Ausreißerwerte der Unstimulierten Scaffoldkultur FC Mohawk 
Zytokinkonzentration FC Mohawk Tag 1 FC Mohawk Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml - 15,117 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 7,052 - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
3,445 21,156 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
Leuko 3,719 14,146 
 
Anhang 21: Extreme Ausreißerwerte der Unstimulierten Scaffoldkultur FC Smad8 
Zytokinkonzentration FC Smad8 Tag 1 FC Smad8 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 2,537 - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml - - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
1,931 - 
Leuko - - 
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Anhang 22: Extreme Ausreißerwerte der Unstimulierten Scaffoldkultur FC Col 3A1 
Zytokinkonzentration FC Col 3A1 Tag 1 FC Col 3A1 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml - - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 5,540 - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
Leuko - - 
 
Anhang 23: Extreme Ausreißerwerte der Unstimulierten Scaffoldkultur FC Decorin 
Zytokinkonzentration FC Decorin Tag 1 FC Decorin Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml - - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 40,134 - 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml - - 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 58,758 - 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
44,409 - 





10.5.3 Stimulierte Scaffoldkultur 
Anhang 24: Extreme Ausreißerwerte der Stimulierten Scaffoldkultur FC Col 1A2 
Zytokinkonzentration FC Col 1A2 Tag 1 FC Col 1A2 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
16,094 9,342 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
Leuko 25,456 17,785 
 
Anhang 25: Extreme Ausreißerwerte der Stimulierten Scaffoldkultur FC Osteopontin 
Zytokinkonzentration FC Osteopontin Tag 1 FC Osteopontin Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
4,913 9,077 
Leuko - - 
 
Anhang 26: Extreme Ausreißerwerte der Stimulierten Scaffoldkultur FC Tenascin-C 
Zytokinkonzentration FC Tenascin-C Tag 1 FC Tenascin-C Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
Leuko 15,989 - 
 
Anhang 27: Extreme Ausreißerwerte der Stimulierten Scaffoldkultur FC Scleraxis 
Zytokinkonzentration FC Scleraxis Tag 1 FC Scleraxis Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
3,798 9,268 
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Anhang 28: Extreme Ausreißerwerte der Stimulierten Scaffoldkultur FC Mohawk 
Zytokinkonzentration FC Mohawk Tag 1 FC Mohawk Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- 7,461 
Leuko - - 
 
Anhang 29: Extreme Ausreißerwerte der Stimulierten Scaffoldkultur FC Smad8 
Zytokinkonzentration FC Smad8 Tag 1 FC Smad8 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- 8,822 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- 3,889 
Leuko 3,150 - 
 
Anhang 30: Extreme Ausreißerwerte der Stimulierten Scaffoldkultur FC Col 3A1 
Zytokinkonzentration FC Col 3A1 Tag 1 FC Col 3A1 Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
15,638 - 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- 23,226 
Leuko - - 
 
Anhang 31: Extreme Ausreißerwerte der Stimulierten Scaffoldkultur FC Decorin 
Zytokinkonzentration FC Decorin Tag 1 FC Decorin Tag 3 
IL-1β-hoch: 10 ng/ml 
TNF-α-hoch: 50 ng/ml 
- 6,180 
IL-1β-niedrig: 0,01 ng/ml 
TNF-α-niedrig: 0,1 ng/ml 
- - 
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